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Der Transkriptionsfaktor AP-1, ein Sammelbegriff für gleichzeitig in der Zelle vor-
kommende Proteindimere aus den strukturell nahe verwandten Produkten der Jun-,
Fos- und ATF-Genfamilien, stellt einen wichtigen Endpunkt mitogen- und stress-
aktivierter Signaltransduktionskaskaden dar. Somit greift AP-1 entscheidend in die
Regulation wichtiger zellulärer Prozesse wie Proliferation, Differenzierung, Trans-
formation und programmiertem Zelltod (Apoptose) ein.
Ziel der vorliegenden Arbeit war, die bis dahin unbekannten Aufgaben der AP-1-
Untereinheit JunB bei der Zellproliferation zu definieren. Dazu wurden Fibroblasten
aus E9.5 p.c. Mausembryonen isoliert, in denen das junB-Gen gezielt inaktiviert
worden ist. Diese primären als auch davon abgeleitete immortalisierte Fibroblasten
sind in ihrer Proliferation insgesamt nicht verändert. Allerdings kommt es durch
den Verlust repressorischer JunB-Funktionen zu einer verlängerten c-Jun-Aktivie-
rung, zur De-Repression von Zyklin D1 und somit insgesamt zur früheren Induktion
des Zyklin D1-Promotors. Das Fehlen von aktivierenden Funktionen hat zudem eine
stark verminderte Expression des zyklinabhängigen Kinase-Inhibitors p16INK4a zur
Folge. Obwohl all diese Veränderungen letztlich dazu beitragen, daß  junB-/--
Fibroblasten deutlich schneller von der G1- in die S-Phase übergehen, sorgt eine
Verlangsamung am S/G2/M-Übergang aufgrund verminderter zeitlich verzögert auf-
tretender  Aktivitäten von Zyklin A-CDK2 und Zyklin B-CDC2 dafür, daß die
Proliferationrate in den junB-/--Fibroblasten nicht verändert ist. Promotorstudien
und Koexpressionsexperimente führten zur Identifizierung von Zyklin A als zwei-
tem Zellzyklusregulator neben p16INK4a, dessen transkriptionelle Aktivierung JunB-
abhängig ist.
Die beobachteten molekularen Veränderungen in junB-/--Fibroblasten während des
Zellzyklusdurchlaufs werden ausschließlich durch den Verlust von JunB hervorge-
rufen, denn sie können durch das Wiedereinbringen eines aktivierbaren JunB-ERTM-
Proteins revertiert werden. Der in der vorliegenden  Arbeit gewählte Ansatz mit
genetisch veränderten junB-/--Zellen liefert die wertvolle Erkenntnis, daß einzigar-
tige positive und auch negative Funktionen von JunB für eine geordnete Zellzyklus-
Progression notwendig sind und stellt eine entscheidende Verbindung zwischen
JunB-Funktion  und Zellzyklusregulation her.




The transcription factor AP-1, composed of dimeric protein complexes, which
consist of structurally related members of the jun, fos and ATF gene families, is at
the receiving end of mitogen- and stress-activated signal transduction cascades.
Thus, AP-1 is implicated in the regulation of important cellular processes such as
proliferation, differentiation, transformation and programmed cell death (apoptosis).
Aim of the presented work was to define the yet unknown role of the AP-1 subunit
JunB in cell proliferation using junB-/- fibroblasts derived from E9.5 p.c. mouse
embryos with a targeted mutation in the junB gene. For the time being, primary as
well as subsequently derived immortal fibroblasts were not altered in proliferation.
However, loss of JunB repressor functions leads to prolonged c-Jun activation and
concomitantly, to a de-repression and a premature induction of the cyclin D1
promoter. The lack of JunB-dependent activating functions results in a strongly
decreased expression of the cyclin-dependent kinase inhibitor p16INK4a. Despite the
accelerated G1- to S-phase transition, junB-/- cells do not exhibit an enhanced
proliferation rate, because it is compensated  by a deceleration at the S to G2/M
transition. This phenotype is  caused by delayed and diminished activities of cyclin A-
CDK2 and cyclinB-CDC2. Promoter as well as co-expression studies led to the
identification of Cyclin A as second cell cycle regulator in addition to p16INK4a
whose expression is regulated in a JunB-dependent manner.
The observed molecular alterations in cell cycle progression of junB-/- fibroblasts
are solely caused by the lack of JunB since they can be reverted upon reintroduction
of an inducible JunB-ERTM protein. The approach applied in this work yielded valuable
insights eliciting unique positive as well as negative regulatory functions of JunB
for proper cell cycle progression and provides evidence for a direct link between
JunB function and cell cycle regulation.




Biologische Prozesse wie Proliferation und Differenzierung werden in einem viel-
zelligen eukaryontischen Organismus durch die differentielle Expression spezifi-
scher Gene als Antwort auf extrazelluläre Stimuli reguliert. Zu diesen Stimuli ge-
hören Wachstumsfaktoren, Zytokine, Hormone, Tumor-Promotoren und DNA-schä-
digende Agenzien. Sie interagieren direkt mit der DNA bzw. binden an membran-
ständige oder zytoplasmatische Rezeptoren und lösen Signaltransduktionskaskaden
bis in den Zellkern aus. Bestandteile dieser Signalketten sind Enzyme wie Kinasen
und Phosphatasen, die im Zellkern zur Aktivierung bzw. Reprimierung von spezi-
fisch DNA-bindenden Transkriptionsfaktoren führen.
2.1. Der Transkriptionsfaktor AP-1
Eine entscheidende Rolle bei der Regulation von Genen spielt der Trans-
kriptionsfaktor AP-1 (Aktivator Protein-1), da er die oben angeführten extrazellulären
Stimuli in eine veränderte Genexpression umsetzt (Angel et al., 1987b; Lee et al.,
1987a,b;  Angel und Karin, 1991; Angel und Herrlich, 1994; Karin et al., 1997).
Der Transkriptionsfaktor AP-1 besteht aus Proteindimeren, die sich bei Säugetie-
ren aus einer Kombination der verschiedenen Mitglieder der Jun-, Fos- und ATF-
Proteinfamilien zusammensetzen. Die Familie der Jun-Proteine besteht aus c-Jun,
JunB und JunD; die der Fos-Familie aus c-Fos, FosB, Fra1 und Fra2, und die der
ATF-Familie aus ATF2, ATF3/LRF1, ATFa  und B-ATF (als Übersicht Vogt und Bos,
1990; Angel und Karin, 1991; Goetz et al., 1996; Karin et al., 1997). Durch
Mutationsanalysen wurden konservierte charakteristische Eigenschaften  zwischen
diesen Proteinen entdeckt, die zur Einordnung in die bZip-Proteinfamilie geführt
hat (Landschulz et al., 1988). Die bZip-Region besteht aus zwei funktionellen Un-
tereinheiten, der basischen Region und dem sogenannten „Leucine-Zipper“. Die aus
12 bis 14 basischen Aminosäuren zusammengesetzte basische Region ist für die
sequenzspezifische DNA-Bindung verantwortlich (Vogt und Bos, 1990), während
die „Leucine-Zipper“ Region für die Dimerisierung der AP-1-Untereinheiten be-
nötigt wird.
Die Proteine der Jun-Familie können sowohl Heterodimere mit Mitgliedern der
Fos- und ATF-Familie als auch Homodimere  bilden (Kouzarides und Ziff, 1988;
Nishizawa et al., 1989; Smeal et al., 1989; Zerial et al., 1989; Matsui et al., 1990;
3
2. Einleitung
Ziff, 1990; Hai und Curran, 1991; Hsu et al., 1991; Dorsey et al., 1995). Ähnliches
gilt für die Mitglieder der ATF-Familie, die ebenfalls Hetero- und Homodimere
bilden können (Ziff, 1990; Hai und Curran, 1991). Aufgrund der elektrostatischen
Eigenschaften ihres „Leucine-Zippers“ können die Mitglieder der Fos-Familie kei-
ne Homodimere bilden. Da die Proteindimerisierung aber Voraussetzung für die
DNA-Bindung ist, können sie nicht alleine an die DNA binden. Durch die vielfälti-
gen Möglichkeiten einer Dimerisierung der Mitglieder der AP-1-Familie ergeben
sich eine Vielzahl von Kombinationsmöglichkeiten. Die Spezifität, mit der die
Dimere an die DNA binden, und auch ihre Funktion ist dabei abhängig von der Dimer-
Zusammensetzung (Hai und Curran, 1991).
Die DNA-Konsensussequenz, an die die verschiedenen AP-1-Komplexe binden, ist
das sogenannte TRE („TPA responsive element“, TGAC/GTCA), welches ursprüng-
lich in der Promotor-Region des menschlichen Kollagenase-Gens definiert wurde
(Angel et al., 1987a,b). Mittlerweile ist eine Vielzahl von Genen bekannt, die funk-
tionelle TREs in ihren Promotorsequenzen aufweisen. Sie kodieren unter anderem
für Wachstumsfaktoren (z.B. NGF, Hengerer et al., 1990), Metalloproteinasen (z.B.



























Abb. 1: Schematische Darstellung der Jun- und Fos-Proteine
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Nerlov et al., 1991; MMP-9, Gum et al., 1996; Crowe und Brown, 1999),
Transkriptionsfaktoren (z.B. Fra-1, Bergers et al., 1995), Zellzyklusregulatoren (z.B.
Zyklin D1, Albanese et al., 1999; Sabbah et al., 1999; Bakiri et al., 2000; p53, Schrei-
ber et al., 1999; p16INK4a, Passegue und Wagner, 2000) und zelltypspezifische Gen-
produkte (z.B. Keratin 18, Oshima et al., 1990; Pankov et al., 1994; Rhodes und
Oshima, 1998; Involucrin,  Ng et al., 2000; Phillips et al., 2000). Der c-jun-Pro-
motor enthält ebenfalls TRE-ähnliche DNA-Sequenzen, an die bevorzugt c-Jun/ATF-
Heterodimere oder ATF-Homodimere binden (Benbrook und Jones, 1990; van Dam
et al., 1993; Herr et al., 1994; Angel et al., 1988b). Diese c-Jun/AP-1 DNA-Se-
quenzen besitzen im Zentrum ein zusätzliches Basenpaar (Jun1: TGACATCA; Jun2:
TTACCTCA).
Aufgrund der DNA-Bindespezifität und der Fähigkeit zur Dimerisierung mit Jun
oder Fos wurden weitere bZIP-Proteine identifiziert (als Übersicht Karin, et al.,
1997): die Maf-Proteine (v-Maf, c-Maf), das Genprodukt des neuralen retina-
spezifischen Gens (Nishizawa, et al., 1989; Swaroop et al., 1992), sowie die beiden
Jun-Dimerisierungspartner JDP1 und JDP2 (Aronheim et al., 1997).
Für den direkten oder indirekten Kontakt zur basalen Transkriptionsmaschinerie
weisen die AP-1-Proteine eine dritte funktionelle Domäne auf, die Trans-
aktivierungsdomäne, die maßgeblich die Transkriptionsrate des Zielgens beeinflußt
(Angel und Karin, 1991).
2.1.1. Die Regulation von AP-1
Die Regulation von AP-1 geschieht auf verschiedenen Ebenen. Bei der trans-
kriptionellen Aktivierung und der posttranslationellen Modifikation sind extra-
zelluläre Signale, die innerhalb der Zelle Signaltransduktionskaskaden aktivieren,
von entscheidender Bedeutung. Wichtiger Bestandteil dieser Signalketten sind
Kinasen und Phosphatasen, die im Zellkern zu einer Aktivierung bzw. Reprimierung
des Transkriptionsfaktors führen (Karin und Smeal, 1992; Karin, 1994).
Die Signaltransduktionswege können durch die Aktivierung von Rezeptortyrosin-
kinasen, wie dem EGF-  und bFGF-Rezeptor ( Aho et al., 1997; Sachsenmaier et al.,
1994) oder von G-Protein-gekoppelten Rezeptoren wie der Parathormon/Parat-
hormon-verwandtes-Peptid-Rezeptor (PTH/PTHrP-Rezeptor; Clohisy et al., 1992)
ausgelöst werden. Die Rezeptoraktivierung führt unter anderem zur Freisetzung des
5
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Botenstoffes Diacylglycerol (DAG), der seinerseits die Proteinkinase C (PKC)
aktiviert. Außer DAG sind Phorbolester, die stark tumorpromovierende Agenzien
darstellen, wie das 12-O-Tetradecanoyl-Phorbol-13-Azetat (TPA) effiziente Aktiva-
toren der PKC, weswegen die Behandlung von Zellen mit TPA zumindest teilweise
die Wirkung von Serum- und Wachstumsfaktoren imitiert.
Die PKC wirkt als Serin/Threonin-Kinase und aktiviert eine Vielzahl von Substra-
ten. Die Phosphorylierung der Proteinkinase Raf-1 (Marais et al., 1998), die durch
das GTP- bindende-Protein Ras an die Zellmembran rekrutiert wird (Leevers et al.,
1994), steht am Anfang einer Proteinphosphorylierungskaskade, in deren Verlauf
die MAP-Kinasen („mitogen activated protein kinases“) induziert werden  (Marshall,
1995; Cano und Mahadevan, 1995). Zu der Familie der MAP-Kinasen gehören ERK1
und ERK2, Jun N-terminale Kinasen (JNK, auch als SAPK bezeichnet, mit minde-
Abb. 2: Darstellung der Signaltransduktionskaskade, die zur transkriptionellen
Aktivierung von AP-1-abhängigen Zielgenen führt.
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stens zehn verschiedenen Isoformen) und p38 (Minden und Karin, 1997). ERK1
und ERK2 („extracellular signal-regulated protein kinase“) modifizieren hauptsäch-
lich die Transkriptionsfaktoren TCF („ternary complex factor“) und Elk-1, die JNKs
phosphorylieren die Transaktivierungsdomänen von c-Jun und ATF-2 (Karin, 1995;
Karin und Hunter, 1995), während p38 ATF-2 und den Transkriptionsfaktor Max
(Kyriakis und Avruch, 1996) aktiviert. Die Phosphorylierung von c-Jun, ATF-2 und
TCF führt zur raschen Expression des c-jun-, junB- bzw. c-fos-Gens („immediate
early genes“) und zur anschließenden Modulierung von AP-1-Zielgenen (Karin et
al., 1997).
Neben der PKC-Signaltransduktionskaskade gibt es die der Proteinkinase A (PKA)
als weiteren wichtigen Signalweg in der Zelle. Die Induktion der PKA-Kaskade durch
den sekundären Botenstoff cAMP führt im Zellkern zur Regulation von Genen, die
ein sogenanntes „cAMP responsive element“ (CRE; TGACGTCA) in ihrem Promo-
tor aufweisen.  An diese CRE-Erkennungssequenz binden hauptsächlich Proteine
der CREB-Proteinfamilie. Die PKA- und die PKC-Signaltransduktionskaskade üben
zumeist antagonistische Funktionen aus  wie bei dem c-jun-Promotor, sie können
aber auch synergistisch interagieren wie zum Beispiel am junB-Promotor (Karin
und Smeal, 1992).
Neben der Regulation des Transaktivierungspotentials beeinflußt die post-
translationelle Modifikation der AP-1-Untereinheiten auch die Halbwertszeit der
Proteine. Die Phosphorylierungen der Serine 63 und 73 in c-Jun durch JNKs sind
wichtig für eine verstärkte Transaktivierung (Smeal et al., 1991; Smeal et al., 1992),
aber ebenso für eine Verlängerung der Halbwertszeit des Proteins (Treier et al.,
1994). Für JunB wird angenommen, daß eine Phosphorylierung der Serine 23 und
186 und des Threonins 150 durch p34cdc2 während der Mitose zu einer Degradie-
rung des Proteins führt (Bakiri et al., 2000). Durch die posttranslationelle Modifi-
kationen kann desweiteren auch die Affinität der Proteine zur DNA reguliert wer-
den. So führt die Dephosphorylierung von Serinen und Threoninen (Serin 243 und
249, sowie Threonin 231 und 239) in der DNA-Bindedomäne von c-Jun zu einer
erhöhten DNA-Bindungsaffinität (Boyle et al., 1991; Lin et al., 1992).
Weitere Möglichkeiten der Regulation von AP-1 sind Protein-Protein-Wechsel-
wirkungen (Karin, et al., 1997). So hemmen sich MyoD und c-Jun gegenseitig durch
direkte Interaktion (Su et al., 1991; Li et al., 1992; Bengal et al., 1992), während
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NF-κB und AP-1 synergistisch wirken können (Stein et al., 1993). Ein weiteres mit
AP-1 interagierendes Protein ist der Glukokortikoid-Rezeptor (GR). Dieser ist nach
der Aktivierung in der Lage, die c-Jun/c-Fos-vermittelte TPA-induzierte Trans-
aktivierung der Kollagenase zu hemmen (Jonat et al., 1990; Yang Yen et al., 1990;
Schüle et al., 1990; Miner und Yamamoto, 1992; Teurich und Angel, 1995). Dabei
ist der Mechanismus der Hemmung unabhängig von der Bindung des GR an die
DNA (Reichardt et al., 1998; Tuckermann et al., 1999).
Die Regulation der individuellen Familienmitglieder, die sich nicht nur in ihrer Trans-
aktivierungsspezifität und Bindungsaffinität unterscheiden, sowie ihre Funktionen
können durch unterschiedliche experimentelle Ansätze, wie Überexpression der
einzelnen Proteine oder das Einsetzen von dominant-negativ-wirkenden Mutanten,
untersucht werden. Zur Bestimmung der individuellen Aufgaben der einzelnen AP-1-
Mitglieder wurden jedoch die jeweiligen Gene spezifisch mit Hilfe der homologen
Rekombination in embryonalen Stammzellen der Maus ausgeschaltet („knock out“).
Dieser Ansatz hat gezeigt, daß die einzelnen Mitglieder der AP-1-Familie sehr spe-
zifische Funktionen ausüben. Die Expression von c-Jun, JunB und Fra1 sind lebens-
notwendig, da Embryonen, die die jeweiligen Proteine nicht exprimieren, während
ihrer pränatalen Entwicklung aufgrund unterschiedlicher Defekte sterben (Hilberg
et al., 1993; Johnson et al., 1993; Schorpp-Kistner et al., 1999; Schreiber et al.,
2000). Im Gegensatz dazu sind c-Fos-, ATF2-, FosB- oder JunD-defiziente Mäuse
lebensfähig, zeigen aber auch individuelle phänotypische Veränderungen (Johnson
et al., 1992; Wang et al., 1992; Reimold et al., 1996; Gruda et al., 1996; Thepot et
al., 2000). FosB-defiziente Mäuse weisen ein verändertes Verhalten bei der Auf-
zucht und Pflege ihrer Nachkommen auf (Brown et al., 1996). Männliche JunD-/--
Mäuse haben altersabhängige Defekte in den Reproduktionsorganen (Thepot et al.,
2000).  ATF2-/--Mäuse zeigen Defekte im Zentralnervensystem und der endo-
chondrialen Ossifikation, während c-fos-/--Mäuse Osteopetrose entwickeln, da es
zu keiner terminalen Differenzierung von Osteoklasten kommt (Johnson, et al., 1992;
Wang, et al., 1992; Reimold, et al., 1996; Grigoriadis et al., 1994). Diese Ergebnis-
se verdeutlichen, daß die einzelnen Mitglieder der Jun-, Fos- und ATF-Familie es-




2.1.2. Die Rolle von AP-1 bei der Proliferation
Durch mehrere unabhängige experimentelle Ansätze wurde herausgefunden, daß AP-1
entscheidend an der Regulation der Proliferation beteiligt ist. So führt eine Stimu-
lation von Zellen, die durch Entzug von Wachstumsfaktoren in der G0-Phase des
Zellzyklus arretiert worden sind, zu einer schnellen Induktion der frühen, soge-
nannten „immediate early“ Gene (Angel und Karin, 1991). Die Expression der
c-jun-RNA in logarithmisch wachsenden Zellen ist im Vergleich zu G0-arretierten
Zellen verstärkt (Angel et al., 1988b; Ryseck et al., 1988) und die Mikroinjektionen
von Antikörpern gegen AP-1-Mitglieder oder der Einsatz von „antisense“-RNA füh-
ren zu einer verminderten DNA-Synthese und arretieren die Zellen in der
G0/G1-Phase (Kovary und Bravo, 1991; Riabowol et al., 1992; Smith und Prochownik,
1992). Desweiteren zeigen c-Jun-überexprimierende Zellen einen schnelleren Über-
gang von der G1- in die S-Phase, was zu einer vergrößerten S/G2-Phase-Population
führt. Im Gegensatz dazu verlangsamt die Überexpression von JunD die Proliferati-
on und vergrößert die G0/G1-Phase-Population (Pfarr et al., 1994).
Ein weiterer Hinweis, daß AP-1 in der Proliferation eine wichtige Rolle spielt, hat
sich bei der Analyse von c-Jun-defizienten Fibroblasten ergeben. Diese Fibroblasten
proliferieren langsamer aufgrund einer veränderten Transkription der c-Jun-abhän-
gigen Zellzyklus-Regulatoren p53 und Zyklin D1  (Schreiber et al., 1999; Wisdom
et al., 1999).
Über die Rolle von JunB im Prozeß der Proliferation ist dagegen noch sehr wenig
bekannt. In vitro Transfektions- und Transformationsstudien haben bisher nur ge-
zeigt, daß JunB sowohl die c-Jun-vermittelte Transformation als auch die c-Jun-
abhängige Transaktivierung von Promotoren mit einer AP-1-Bindungsstelle hemmt
und damit die c-Jun-abhängige AP-1-Aktivität negativ reguliert (Chiu et al., 1989;
Schütte et al., 1989; Deng und Karin, 1993). Im Gegensatz dazu kann JunB aber
artifizielle und natürliche Promotoren mit multiplen AP-1-Bindungsstellen trans-
aktivieren wie zum Beispiel  bei dem Wachstumshormon-verwandten, angiogenetisch
wirkenden Peptid Proliferin (Chiu et al., 1989; Groskopf und Linzer, 1994; Schorpp-
Kistner et al., 1999).
In der Primärstruktur unterscheidet sich JunB von c-Jun durch eine kleine Anzahl
von Aminosäureaustauschen in der DNA-Bindungs- und der Dimerisierungs-Do-
mäne. Diese Veränderungen haben zur Folge, daß JunB nur mit niedriger Effizienz
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Homodimere, sondern vielmehr Heterodimere mit c-Jun bildet, die nicht so effizi-
ent an die DNA binden wie c-Jun-Homodimere (Deng und Karin, 1993). Da die
Heterodimere gegenüber den c-Jun-Homodimeren bevorzugt gebildet werden, kann
die c-Jun-Transaktivierung durch vorhandenes JunB gehemmt werden. Zusammen
mit Expressionsstudien während der Organentwicklung im Mausembryo, die eine
unterschiedliche gewebsspezifische Expression für JunB und c-Jun festgestellt ha-
ben (Wilkinson et al., 1989), deuten diese Daten darauf hin daß die beiden Proteine
trotz ihres hohen Verwandtschaftsgrads unterschiedliche Funktionen besitzen. Be-
sonders deutlich werden diese unterschiedlichen Funktionen bei der Analyse der
c-Jun- bzw. JunB-defizienten Mausembryonen. Die c-Jun-defizienten Embryonen
sterben an Tag 13.5 p.c. ihrer Embryonalentwicklung durch Defekte in der Leber-
und Herzentwicklung (Hilberg et al., 1993; Johnson et al., 1993). Im Gegensatz
dazu sind die JunB-defizienten Embryonen stark wachstumsretardiert und sterben
aufgrund von vaskulo- und angiogenetischen Defekten bei der Plazentaentwicklung
zwischen Tag 8.5 und Tag 10 p.c. der Embryonalentwicklung (Schorpp-Kistner et
al., 1999). Dieses Ergebnis macht deutlich, daß eine Komplementation von JunB
durch c-Jun zumindest bei diesen Prozessen nicht möglich ist.
Die postulierten, nicht redundanten Funktionen von JunB in biologischen Prozes-
sen und die Tatsache, daß JunB hemmend auf das in den Zellzyklus eingreifende
Protein c-Jun wirkt, deuten darauf hin, daß JunB einen Einfluß auf die Regulation
der Proliferation und des Zellzyklus besitzt.
2.2. Der Zellzyklus
Der Zellzyklus eukaryontischer Zellen läßt sich vereinfacht in vier Abschnitte ein-
teilen: G1- („Gap“=Lücke), S- (Synthese der DNA), G2- und M- (Mitose) Phase. In
der S-Phase findet die Replikation der DNA statt, die während der M-Phase zu glei-
chen Teilen in die beiden Tochterzellen weitergegeben wird. Die Übergänge zwi-
schen den jeweiligen Zellzyklusphasen sind streng kontrolliert. Besonders wichti-
ge Kontrollpunkte befinden sich  am Ende der G1-Phase vor der Verdopplung der
DNA (Restriktionspunkt) und am Übergang von der G2- in die M-Phase bevor das
Erbgut aufgeteilt wird. Diese Kontrollpunkte sollen vor allem sicherstellen, daß
die DNA vor der Zellteilung intakt ist. Die basalen molekularen Mechanismen sind
allerdings nur teilweise bekannt.
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Zu Beginn des Zellzyklus (G1-Phase) reagieren die Zellen auf eine Vielzahl von
Stimuli, wie Wachstumsfaktoren oder Zytokine. Erst beim Erreichen des Restrik-
tionspunktes am Ende der G1-Phase nimmt dieser Einfluß ab und es wird überprüft,
ob die Zelle bereit ist, in die nächste Phase einzutreten. Ein Übergang in die S-Phase
ist erst möglich, wenn die Zelle ausreichend für die DNA-Synthese vorbereitet ist
(Zellgröße, Proteinstatus, intakte DNA, essentielle Aminosäuren und Nukleotide;
Pardee, 1989). Ungünstige Wachstumsbedingungen wie Nährstoffmangel oder DNA-
Schäden können dafür sorgen, daß die Zellen reversibel am Restriktionspunkt in
der G1-Phase (oft auch als G0-Phase bezeichnet) angehalten werden oder bei zu
großen Schäden in den programmierten Zelltod (Apoptose) gehen (als Übersicht
Sherr, 1994; Sherr, 1995).
2.2.1. Die aktivierenden Regulatoren des Zellzyklus
Schlüsselregulatoren der G1-Phase, der längsten Phase des Zellzyklus, sind die
D-Zykline (Zyklin D1, -D2, -D3), die mit den Zyklin-abhängigen Kinasen CDK4
oder CDK6 einen aktiven Komplex bilden, und das mit CDK2 interagierende Zyklin E
(Übersicht in Sherr, 1994; Sherr, 1995).
Abb. 3: Vereinfachte Darstellung der Zellzyklusregulation (verändert nach Hunter,
T. und Pines, J., 1994)
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Die D-Zykline werden nach Mitogenstimulation transkriptionell induziert und haben
ihre stärkste Expression vor dem Übergang von der G1- in die S-Phase. Werden den
Zellen allerdings Wachstumsfaktoren entzogen, so findet eine Arretierung der Zel-
len in der G1-Phase und ihr Abbau statt. Die Zyklin-abhängigen Kinasen werden
konstant während des Zellzyklus exprimiert, jedoch ist für ihre Funktion eine Bin-
dung an die jeweiligen Zykline notwendig. Die Aktivität der Zyklin D-abhängigen
Kinase-Komplexe tritt in der Mitte der G1-Phase auf und ist bis zum Übergang in
die S-Phase nachzuweisen (Matsushime et al., 1994; Meyerson und Harlow, 1994).
Mikroinjektionsstudien mit Antikörpern gegen Zyklin D1 in Fibroblasten belegen
die Bedeutung von Zyklin D-abhängigen Kinase-Komplexen in diesem Zellzyklus-
Abschnitt (Baldin et al., 1993; Quelle et al., 1993).
Im Gegensatz zu den D-Zyklinen wird Zyklin E periodisch im Zellzyklus exprimiert
(mit einem Maximum gegen Ende der G1-Phase). Es bildet zusammen mit CDK2
einen Komplex, der beim Übergang von der G1- in die S-Phase aktiv ist (Dulic et al.,
1992; Koff et al., 1992; Ohtsubo et al., 1995). Sobald sich die Zellen in der S-Phase
befinden, wird Zyklin E durch Ubiquitinierung abgebaut und CDK2 freigesetzt. Eine
Hemmung von CDK2 führt zu einer Blockierung der Zellen in G1 (Pagano et al.,
1993; Tsai et al., 1993; van den Heuvel und Harlow, 1993), während eine Über-
expression von Zyklin E und/oder Zyklin D zu einer Verkürzung der G1-Phase sowie
zu einer reduzierten Zellgröße und einer verringerten Abhängigkeit der Zellen ge-
genüber Mitogenen führt (Ohtsubo und Roberts, 1993; Quelle, et al., 1993).
Eine wesentliche Aufgabe der G1-Phase-Zykline ist die Phosphorylierung des
Retinoblastom-Proteins (pRb) und pRb-verwandter Proteine, wie p107 oder p130
(Weinberg, 1995; Johnson et al., 1998). Hypophosphoryliertes pRb bildet zusam-
men mit den Transkriptionsfaktoren der E2F-Familie und den Dimerisierungs-Pro-
teinen (DP) einen Komplex. Durch diese Komplexbildung wird die Trans-
aktivierungsfunktion von E2F reprimiert und die Expression der E2F-Zielgene
zyklin E, zyklin A, cdc2, DNA-polymerase α, dihydrofolatreduktase (dhfr),
c-myb, c-myc sowie E2F selbst wird verhindert (als Übersicht Bartek et al., 1997).
Erst die Phosphorylierung von pRb am Ende der G1-Phase durch Zyklin D-CDK4/
CDK6 oder Zyklin E-CDK2 führt zu der Freisetzung von E2F, zur transkriptionellen
Aktivierung der Zielgene und zum Fortschreiten im Zellzyklus (als Übersicht Nevins
et al., 1991; Weinberg, 1995).
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Die D-Zykline können im Gegensatz zu Zyklin E oder A direkt an pRb binden (Dowdy
et al., 1993; Ewen et al., 1993), wodurch CDK4 in die Nähe seines Substrates ge-
bracht wird. Zyklin D-CDK4 und Zyklin D-CDK6 phosphorylieren bevorzugt pRb,
während Zyklin E- und Zyklin A-CDK2 in in vitro Experimenten bevorzugt Histon H1
als Substrat benutzen (Matsushime et al., 1994; Meyerson und Harlow, 1994).
Die Durchwanderung des Zellzyklus von der S- in die G2-Phase und weiter in die
Mitose wird hauptsächlich durch die Aktivität der Zyklin A-CDK2-  und Zyklin B-
CDC2-Kinase-Komplexe reguliert (Desdouets et al., 1995b; Furuno et al., 1999).
Dabei ist Zyklin A-CDK2 ein entscheidender Faktor bei der DNA-Synthese und für
den Eintritt der Zellen in die Mitose, während Zyklin B-CDC2 für den Ablauf der
Mitose, besonders die Auflösung der Kernmembran und den Aufbau der Mitose-
spindel, wichtig ist (Furuno et al., 1999). Die Mikroinjektion von Antikörpern ge-
gen Zyklin A oder „antisense“-RNA verhindert die DNA-Replikation in Säugetier-
Zellen, während die Blockierung der Zyklin A-CDK2-Aktivität in der Mitose ge-
zeigt hat, daß der Komplex für die Aktivierung und die Translokation von Zyklin B-
CDC2 benötigt wird (Girard et al., 1991; Zindy et al., 1992; Furuno et al., 1999).
2.2.2. Die Inhibitoren des Zellzyklus
Die Aktivität der Zykline und ihrer assoziierten Kinasen wird zusätzlich über die
sogenannten CDK-Inhibitoren (CKI) kontrolliert. Die CKIs werden aufgrund ihrer
Struktur und ihres Bindungspartners in zwei Familien eingeteilt. Die erste Familie
beinhaltet die INK4 Proteine („inhibitors of CDK4“), die spezifisch CDK4 und
CDK6 inhibieren. Zu ihnen gehören p16INK4a, p15INK4b, p18INK4c und p19INK4d (Serrano,
1997; Hannon und Beach, 1994; Guan et al., 1994; Hirai et al., 1995; Chan et al.,
1995). Sie besitzen mehrere Ankyrin-Domänen und inhibieren spezifisch die
Zyklin D-abhängige Kinase-Aktivität, was zur Hemmung der pRb-Phosphorylierung
führt und die Zellen in der G1-Phase arretiert. Neben der  INK4-Protein-Familie
gibt es die unspezifischeren CKIs der Cip/Kip-Familie. Sie beeinflussen die Akti-
vität von Zyklin D-, Zyklin E- und Zyklin A-abhängigen Kinase-Komplexen. Zu der
Familie gehören p21WAF, Cip1, p27Kip1 und p57Kip2 (Harper et al., 1993; El-Deiry et al.,
1993; Xiong et al., 1993; Dulic et al., 1994; Polyak et al., 1994; Toyoshima und
Hunter 1994; Lee et al., 1995; Matsuoka et al., 1995; Deng et al., 1995). Sie besit-
zen an ihrem aminoterminalen Ende eine Domäne, die es ihnen ermöglicht, Zykline
und auch CDKs zu binden (Chen et al., 1995, Chen et al., 1996). Die Mitglieder der
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Cip/Kip Familie sind sowohl negative als auch positive Regulatoren. Sie inhibieren
Zyklin E- und Zyklin A-Kinase-Komplexe, während sie Zyklin D-Kinase-Komple-
xe aktivieren können (Sherr und Roberts 1999). Die Transkription des p21Cip1 Gens
wird von dem Protein des Tumorsuppressorgens p53 induziert (Levine, 1997). p53
hat im Zellzyklus die Funktion, die intakte Weitergabe der DNA zu gewährleisten.
So führt die Einwirkung von DNA-schädigenden Einflüssen zur erhöhten Expression
von p53, nachfolgend zur Aktivierung von p21Cip1 und damit zur Arretierung der
Zellen am Ende der G1-Phase.
Ein Eingreifen in den Zellzyklusablauf und damit eine Veränderung der Proliferation
kann auf mehreren Ebenen stattfinden. So kann z.B. eine veränderte Expression von
Zyklinen, CDKs und/oder CKIs zu einem unkontrollierten Wachstum von Zellen
und als Folge zur Tumorentstehung führen (Lukas et al., 1995).
2.3. Fragestellung
Die Tatsache, daß eine geringe Veränderung der Zellzykluskontrolle zu einer verän-
derten Proliferation und zur Tumorentstehung beitragen kann, macht es notwendig,
die zugrundeliegenden Regulationsmechanismen im Detail zu untersuchen.
Bisherige Studien haben gezeigt, daß der Transkriptionsfaktor AP-1 entscheidend
an dieser Regulation beteiligt ist. Da die einzelnen AP-1-Mitglieder aber spezifi-
sche, nicht redundante Funktionen ausüben, ist es wichtig, die Rolle der einzelnen
AP-1-Proteine genau zu beschreiben. Die Messung der Gesamtaktivität von AP-1
oder die Untersuchung von bisher bekannten AP-1-regulierten Genen bietet jedoch
keine Möglichkeit, den Beitrag der individuellen Proteine zur Regulation der Pro-
liferation und des Zellzyklus zu bestimmen. Auch die Verwendung von transdominant-
negativ wirkenden Mutanten erlaubt keine schlüssige Aussage über die Bedeutung
eines einzelnen AP-1-Proteins. Das am besten geeignete System zur Untersuchung
der spezifischen Funktionen der einzelnen AP-1-Mitglieder im Säugetierorganismus
ist das gezielte Ausschalten des jeweiligen Gens in embryonalen Stammzellen der
Maus und die nachfolgende Generierung von Embryonen bzw. Mäusen, denen die-
ses bestimmte AP-1-Mitglied fehlt. Aus solchen defizienten Embryonen können




Bisher ist nur sehr wenig über die Funktion der AP-1-Untereinheit JunB bei der
Regulation der Proliferation und des Zellzyklus bekannt. Da JunB hemmend auf das
in den Zellzyklus eingreifende Protein c-Jun wirken kann, könnte JunB selbst auch
einen bedeutenden Einfluß auf die Proliferation bzw. den Zellzyklus haben. Außer-
dem wird JunB zusätzlich zu den gleichen Signaltransduktionskaskaden, die den c-Jun-
Promotor steuern, durch die Adenylat-Zyklase- und die Smad-Protein-Kaskade re-
guliert (Jonk et al., 1998). Man kann daher annehmen, daß JunB auch individuelle
und spezifische Funktionen in biologischen Prozessen wie der Proliferation hat.
Diese Annahme wird noch gestärkt durch die Fähigkeit von JunB, neben seiner oft
beschriebenen hemmenden Funktion selbst auch als starker transkriptioneller Aktiva-
tor zu wirken (Chiu et al., 1989). Besonders deutlich wird die einzigartige Rolle
von JunB innerhalb der AP-1-Familie dadurch, daß die JunB-defizienten Embryo-
nen den frühsten Phänotyp aller AP-1-Untereinheiten zeigen und sich deutlich in
ihrem Phänotyp von dem der c-Jun-defizienten Embryonen unterscheiden, obwohl
c-Jun das am nächsten verwandte Protein darstellt. Insgesamt betrachtet ist es also
durchaus denkbar, daß JunB eine weitere spezifische Verbindung zwischen den
Mitogen-aktivierten Signaltransduktionskaskaden und der Zellzyklusregulation dar-
stellt.
Die Analyse der Proliferation in den JunB-defizienten Embryonen ergab keine deut-
lichen Unterschiede zu den Wildtyp-Embryonen. Allerdings erlaubte der plazentale
Defekt der Embryonen nur eine sehr grobe Analyse, die Zellzyklusregulation im
Detail zu untersuchen war nicht möglich. Daher sollte in dieser Arbeit die Prolife-
ration und die Zellzyklusregulation in JunB-defizienten Fibroblasten untersucht
werden, die aus den defizienten Embryonen abgeleitet wurden. Diese Zellen haben
den Vorteil, daß es mit ihnen möglich ist, zellautonome Funktionen zu untersuchen,
die nicht auf der Interaktion von verschiedenen Zelltypen basieren, wie es im Gesamt-
organismus der Fall sein kann.  Mit diesem Ansatz sollen folgende Fragen geklärt
werden:
- Spielt JunB eine Rolle bei der Proliferation und der Zellzyklusregulation ?
- Welche Funktion hat JunB im Zellzyklusablauf ?
- Was sind die kritischen Angriffspunkte (JunB Zielgene) ?
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3. Material und Methoden
3.1. Material
3.1.1. Chemikalien und Bezugsquellen
Alle Chemikalien wurden in der höchst-möglichen Reinheitsstufe verwendet. Wäß-
rige Lösungen wurden mit Wasser, das über ein Milli-Q-Reinstwasser-System der






Azetyl-Coenzym A Sigma, Deisenhofen
Acrylamid/N,N´-Methylenbisacrylamid (30:0,8) Roth, Karlsruhe
Ammoniumchlorid Merck, Darmstadt




Bacto Agar Difco, Detroit
Bacto Hefeextrakt Difco, Detroit
Bacto Trypton Difco, Detroit
Bromphenolblau Serva, Heidelberg





Dithiothreitol (DTT) Roche, Mannheim
DMEM (synthetisches Kulturmedium) Gibco, Karlsruhe
DMSO Merck, Darmstadt
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EDTA Merck, Darmstadt




Fötales Kälberserum Sigma, Deisenhofen













Nonidet P40 Roche, Mannheim
Nukleosid-5´-Triphosphate Roche, Mannheim
Pepstatin Roche, Mannheim
Poly dI/dC Amersham Pharmacia, Freiburg
Rinderserumalbumin, Fraktion V Sigma Deisenhofen
RNase A Sigma, Deisenhofen
Sephadex G25/G50 Amersham Pharmacia, Freiburg
TEMED Sigma, Deisenhofen
TPA Abt. Hecker, DKFZ
Triton X-100 BioRad, München
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DC-Platten (Kieselgel-beschichtet) Macherey-Nagel, Düren
ECL-System Amersham Pharmacia, Freiburg
Elektrophorese-Apparaturen BioRad, München
BRL, Eggenstein
Entwicklungsmaschine für Röntgenfilme (Curix 60) Agfa, München
FACScan/FACSCalibur Becton Dickinson, Heidelberg
Geltrockner BioRad, München
Gene Screen-Membran NEN Life Science Products, Köln
Kühlzentrifuge J2-HS mit Rotoren JS-13.1 und JA-1 Beckman, München
Mikrozentrifugenröhrchen Greiner, Frickenhausen
Nitrocellulose-Membran Schleicher und Schuell, Dassel
Perkin Elmer Cetus 9600 Perkin Elmer Cetus, Norwalk
Phosphoimager (Fuji BAS 1500) Raytest, Straubenhardt
Plastikzentrifugenröhrchen Greiner, Frickenhausen
Polyvinyliden-Difluorid- (PVDF-) Membran Millipore, Bedford
Röntgenfilme (Fuji RX) Siemens AG, Stuttgart
Spektralphotometer (Gene Quandt pro) Amersham Pharmacia, Freiburg
Szintillationsmeßgerät (LS5000TD) Beckman, München
Tischzentrifuge (Biofuge 13) Heraeus, Hanau
Titertek Multiscan PLUS MKII Labsystems, Finnland
Transferapparat für Western-Blot BioRad, München
Transilluminator Stratagene, Heidelberg
UV-Lampe Vetter, Wiesloch
UV-Stratalinker 2400 Stratagene, Heidelberg
Vakuum-Konzentrator („speed vac“) Bachhofer, Reutlingen
Whatman 3MM Papier Schleicher und Schuell, Dassel
Zellkulturartikel Greiner, Frickenhausen
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3.1.3. Enzyme
Restriktionsenzyme und modifizierende Enzyme wurden von den Firmen Amersham
Pharmacia (Freiburg), New England Biolabs (Frankfurt), Roche (Mannheim), Pro-






Alle Radiochemikalien wurden von der Firma Amersham Pharmacia (Freiburg) be-
zogen.
3.1.5. Antikörper
alle unten genannten Antikörper sind gegen Maus-Antigene gerichtet
α Zyklin A M. Pagano, New York, USA
α Zyklin B I. Hoffmann, Heidelberg
α Zyklin D1 DCS11 (MS211-P), Neomarkers
HD11 (sc-246), Santa Cruz, Heidelberg
α Zyklin E M20 (sc-481), Santa Cruz, Heidelberg
α CDK2 M2 (sc-163), Santa Cruz, Heidelberg
α CDK4 C22 (sc-260), Santa Cruz, Heidelberg
α CDK6 C21 (sc-177), Santa Cruz, Heidelberg
α CDC2 17 (sc-54), Santa Cruz, Heidelberg
α p53 CM1 und CM5, Medac, Hamburg
α p21 C19 (sc-397) und M19, Santa Cruz, Heidelberg
α p27 15606E (sc-528), Pharmingen, Heidelberg
α p16 M156 (sc-1207), Santa Cruz, Heidelberg
α JunB N17 (sc-046), Santa Cruz, Heidelberg
α c-Jun J31920, Transduction Laboratories, Heidelberg
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α β-actin A-2066, Sigma, Deisenhofen
α BrdU NA20, Calbiochem, Schwalbach
α BrdU-FITC 347583, Becton Dickinson, Heidelberg
α ER MC20, (sc-542) Santa Cruz, Heidelberg
Sekundäre Antikörper:
Meerrettich-Peroxidase-konjugierter Antikörper aus Ziege gegen Maus-IgG gerich-
tet (Dianova, Hamburg)
Meerrettich-Peroxidase-konjugierter Antikörper aus Ziege gegen Kaninchen-IgG
gerichtet (Dianova, Hamburg)
3.1.6. Proben für Northern-Blot Analysen
GAPDH: PstI-Fragment des Plasmids pGAPDH-13 (Fort et al., 1985)
c-jun: HindIII/PstI-Fragment aus RSV c-Jun (Angel et al., 1988a)
zyklin A: EcoRI-Fragment aus pXcycA (Pines und Hunter, 1990)
3.1.7. Oligonukleotide für Protein/DNA-Bindungsstudien
mouse TRE (Schorpp et al.,1995)
5'-AGCTAAAGTGGTGACTCATCACTAT-3'
5'-AGCTATAGTGATGAGTCACCACTTT-3'





















3.1.9. Nährmedien für die Bakterienkultur
PSI-Medium: 2% Bacto-Trypton; 0,5% Hefeextrakt; 0,4% MgSO4;
10 mM KCl; pH 7,7
TY-Medium: 1% Bacto-Trypton; 1% Hefeextrakt; 0,1% Casaminosäuren;
5% NaCl
SOB-Medium: 2% Bacto-Trypton; 0,5% Hefeextrakt; 10 mM NaCl;
2 mM KCl; 10 mM MgCl2; 10 mM MgSO4
SOC-Medium: SOB + 20 mM Glukose
Bakterienplatten wurden durch Zugabe von 15 g Bacto-Agar/Liter Medium herge-
stellt.
3.1.10. Lösungen und Puffer
PBS: 137 mM NaCl; 2,7 mM KCl; 0,7 mM CaCl2; 0,6 mM MgCl2;
6,5 mM Na2HPO4; 1,5 mM KH2 PO4; pH 7,6
20x SSC: 3 M NaCl; 0,25 M Na-Citrat; pH 6,5
TBE: 90 mM Tris; 90 mM Borsäure; 2,5 mM EDTA
TE: 10 mM Tris pH 8,0; 1 mM EDTA
3.1.11. Bakterienstämme
E. coli DH5α
Genotyp: F-,Φ80lacZ∆M15, recA1, endA1, gyrA96, thi-1, hsdR17
(rK-, mK+), supE44, relA1, deoR, ∆(lacZYA-argFV169)U169
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E. coli XL1 blue
Genotyp: F´::Tn10 proAB+lacIq ∆ZM15, recA1, endA1, gyrA96,
(Nalr), thi, hsdR17 (rK-,mK+), supE44, relA1, lac
3.1.12. Zellen
F9
undifferenzierte Maus-Teratokarzinom-Zellen aus einem Testis-Teratokarzinom
einer Maus des Stammes 129 (Berstine et al., 1973)
Maus-Wildtyp-Fibroblasten
3T3-7, 3T3-14
nach dem 3T3 Protokoll (Todaro und Green, 1963) immortalisierte Maus-
fibroblasten; von Andrea Kolbus zur Verfügung gestellt; in der vorliegenden Arbeit
als Wildtyp Fibroblasten bezeichnet
Maus-Fibroblasten ohne funktionelles JunB
3T3-1, 3T3-10
nach dem 3T3 Protokoll (Todaro und Green, 1963) immortalisierte Maus-
fibroblasten; von Andrea Kolbus zur Verfügung gestellt; in der vorliegenden Arbeit
als JunB-defiziente (junB-/-) Fibroblasten bezeichnet
Maus-Fibroblasten mit stabil transfiziertem JunB-ERTM
junB-/- / junB-ERTM
Zur Herstellung eines junB-ERTM  Expressionsvektors wurde zunächst das Stopcodon
in junB mit Hilfe eines DNA-Fragments bestehend aus 2 Oligonukleotiden
(Sequenz Oligo1: 5'-acggctgccagttgctgctaggggtcaagggacacgccttc-3'; Oligo2:
5'-gtctggactcgaggatccccgaaggcgtgtcccttgaccc-3') in einem 3' Subklon von junB
(323 Basenpaar BssHII-XhoI Fragment, Schorpp-Kistner, unveröffentlicht) zwischen
den Schnittstellen AlwNI und XhoI ersetzt. Das komplette junB-cDNA Fragment
wurde aus ubi-junB (Schorpp et al., 1996) mit SmaI ausgeschnitten, mit EcoRI-
Linker versehen und in die EcoRI-Schnittstelle von pBluescript SK (Stratagene,
Amsterdam) kloniert. Das endgültige junB-ERTM Konstrukt wurde durch Ligation
aus folgenden 4 Fragmenten hergestellt: 5'-Bereich: EcoRI/BspHI-Fragment aus
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der kompletten junB-cDNA in pBluescript SK; 3'-Bereich mit dem ersetzten
Stopcodon: BspHI/BamHI-Fragment; BamHI/EcoRI- ERTM-Fragment aus pMV7-
c-jun-ERTM (Bossy-Wetzel et al., 1997); EcoRI geschnittener pBluescript SK. Das
so erhaltene junB-ERTM Fragment wurde als XbaI/SalI-Fragment isoliert und in ei-
nen XbaI/XhoI geschnittenen ubi-junB-Expressionsvektor (Schorpp et al., 1996)
eingesetzt. Zur Herstellung eines zusätzlichen Rous-Sarkoma-Virus Promotor-
konstruktes (RSV) wurde der Ubiquitin C (Ubi) -Promotor gegen den RSV-Promo-
tor ausgetauscht. Die junB-/--Fibroblasten wurden mittels Lipofektion (Lipofectamin;
Gibco BRL, Karlsruhe) entsprechend dem Protokoll des Herstellers mit 2,8µg ubi-
junB-ERTM bzw. RSV-junB-ERTM und 0,4µg pSV- Hygro (Schorpp-Kistner, unveröf-
fentlicht) kotransfiziert. Nach 3 Wochen auf Selektionsmedium (DMEM mit 10%
FCS und 50-100µg/ml Hygromycin B, Sigma) wurden individuelle Zellklone iso-
liert und expandiert.
Maus-Fibroblasten mit überexprimiertem JunB
ubi-JunB
Mit einem Expressionsvektor für JunB unter der Kontrolle des Ubiquitin C - Pro-
motors (Ubi) stabil transfizierte Wildtyp-Fibroblasten (von Dr. Bettina Hartenstein
zur Verfügung gestellt).
3.2. DNA-Methoden
3.2.1. Allgemeine DNA -Techniken
Spektrophotometrische Konzentrationsbestimmung
Die Bestimmung der Nukleinsäurekonzentration erfolgte über die Messung der
optischen Dichte bei 260 nm im Abgleich gegen das verwendete Lösungsmittel.
Einer OD260 = 1 entsprechen 50 µg/ml doppelsträngiger DNA, 40 µg/ml RNA bzw.
33 µg/ml einzelsträngiger Oligonukleotid-DNA.
Zur Bestimmung der Verunreinigung mit Proteinen wurde außerdem die OD bei
280 nm bestimmt. Bei einem Quotienten OD260/OD280 zwischen 1,6 und 2,0 kann
die DNA ohne weitere Reinigung verwendet werden.
23
3. Material und Methoden
Phenol/Chloroform-Extraktion
Zur Reinigung der Nukleinsäure-Lösung von Proteinen wurde nach Zugabe des glei-
chen Volumens eines Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol-Gemisches (50:49:1) gut
gemischt. Zur Phasentrennung wurde 3 min bei 10000 x g und RT zentrifugiert, die
obere Phase abgenommen und noch einmal mit dem gleichen Volumen Chloroform
auf die gleiche Weise extrahiert.
Fällung von Nukleinsäuren
Die gelöste DNA wurde mit 1/10 des Volumens 3 M Natriumazetatlösung (pH 4,8)
und dem 2,5-fachen Volumen Ethanol gemischt. Das Präzipitat wurde bei 10000 x g,
10 min pelletiert, zur Entfernung von Salzresten mit 70% Ethanol gewaschen und
anschließend im Vakuum getrocknet.
Isolierung von genomischer DNA
Zur Isolierung von genomischer DNA wurden die Zellen trypsiniert und mit PBS
gewaschen. Der Aufschluß der Zellen erfolgte über Nacht in 500µl Lysepuffer
(50mM Tris-HCl, pH 8; 100 mM EDTA; 100 mM NaCl; 1% SDS; 25 µl 10 mg/ml
Proteinase K) bei 55°C. Am nächsten Tag wurden 200 µl 6 M NaCl zugegeben,
5 min gemischt und für 7 min bei 10000 x g und RT zentrifugiert. Der Überstand
wurde mit dem 0,7-fachen Volumen Isopropanol versetzt, gemischt und für 3 min
bei 10000 x g und RT zentrifugiert. Zur Entfernung von Salzresten wurde das DNA-
Pellet mit 70% Ethanol gewaschen und anschließend im Vakuum getrocknet.
Plasmid DNA Mini-Präparation
Die Bakterienkolonie wurde in 2 ml Nährmedium mit dem Antibiotikum Ampicillin
(100 µg/ml) über Nacht bei 37°C geschüttelt. 1,5 ml der Kultur wurden in ein Mikro-
zentrifugenröhrchen überführt und 5 min bei 4000 x g zentrifugiert. Das Pellet wurde
in 100 µl Puffer 1 (50 mM Tris pH 8,0; 10 mM EDTA; 100 µg/ml RNase A)
resuspendiert. Nach Zugabe von 100 µl alkalischer Lösung (0,2 M NaOH; 1% SDS)
und Mischen wurden 100 µl 3 M Natriumazetat (pH 4,8) zugegeben und 5 min auf
Eis inkubiert. Anschließend erfolgte eine Phenol/Chloroform- Extraktion. Aus dem
Überstand wurde mit 1 ml Ethanol die Plasmid-DNA präzipitiert (5 min bei Raum-
temperatur) und durch 10 min Zentrifugation bei 10000 x g sedimentiert. Nach
dem Waschen mit 70% Ethanol wurde die Plasmid-DNA im Vakuum getrocknet
und in 50 µl Wasser gelöst.
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Plasmid-DNA Maxi-Präparation mittels Ionenaustauscher-Säulen-
chromatographie
200 ml Selektionsmedium (TY + 100 µg/ml Ampicillin) wurden mit dem gewünsch-
ten Bakterienklon angeimpft und über Nacht bei 37°C geschüttelt. Die Bakterien-
suspension wurde 10 min bei 4000 x g sedimentiert, das Pellet in 10 ml Puffer P1
(50 mM Tris pH 8,0; 10 mM EDTA; 100 µg/ml RNase A) resuspendiert und die
Bakterien in 10 ml P2 (0,2 M NaOH; 1% SDS) für 5 min bei Raumtemperatur
lysiert. Das Bakterienlysat wurde mit 10 ml P3 (3 M Kaliumazetat pH 4,8) neutra-
lisiert (10 min auf Eis), bei 4°C und bei 2000 x g 30 min lang zentrifugiert. Die
Gewinnung der Plasmid-DNA erfolgte mit Hilfe von „Quiagen-tip-500“ Säulen
(Quiagen Inc.) laut Herstellerprotokoll. Nach Elution der Plasmid-DNA von der
Säule wurde diese mit dem 0,7-fachen Volumen Isopropanol bei Raumtemperatur
gefällt, bei 10000 x g und RT pelletiert, mit 70% Ethanol gewaschen, das Präzipitat
im Vakuum getrocknet und anschließend in 500 µl Wasser gelöst.
Schneiden von DNA mit Restriktionsendonukleasen
In einer wäßrigen DNA-Lösung wurden durch Zugabe von 10-fach konzentrierten
Puffer/Salzlösungen die Bedingungen für die jeweilige Restriktionsendonuklease
entsprechend den Herstellerangaben eingestellt. Pro µg DNA wurden 2-3 U
Restriktionsendonuklease zugegeben. Das Reaktionsvolumen betrug mindestens das
10-fache des Volumens der zugesetzten Enzym/Glyzerin-Lösung. Die Inkubation
der Reaktionsansätze erfolgte (wenn vom Hersteller nicht anders empfohlen) bei
37°C für 1-2 h.
Dephosphorylierung von DNA
Die DNA wurde mit 1 µl alkalischer Phosphatase (2 U/µl) in einem Endvolumen
von 50 µl CIP-Puffer (50 mM Tris pH 9,0; 1 mM MgCl2; 0,1 mM ZnCl2;
1 mM Spermidin) versetzt. Die Abspaltung der Phosphatgruppe erfolgte bei
5´-überhängenden Enden durch 30 min Inkubation bei 37°C. Danach wurde erneut
1 µl Enzym (2 U/µl) zugegeben und für weitere 30 min bei 37°C dephosphoryliert.
Danach erfolgte eine Phenol/Chloroform-Extraktion und Präzipitation der DNA.
25
3. Material und Methoden
Phosphorylierung von Oligonukleotiden und Linkern
Etwa 2 µg Oligonukleotid- oder Linker-DNA wurden mit 1 µl 10 mM ATP und 1 µl
T4-Polynukleotid-Kinase (10 U/µl) in einem Endvolumen von 10 µl mit Kinase-
Puffer (66 mM Tris pH 7,6; 10 mM MgCl2; 15 mM DTT; 1 mM Spermidin;
0,2 mg/ml BSA) versetzt. Die Reaktion erfolgte eine Stunde lang bei 37°C und
wurde durch Einfrieren bei -20°C abgestoppt.
Auffüllen von 5´-Überhängen, Abbau von 3´-Überhängen
Die DNA wurde mit 2 µl 10 mM DTT, 1 µl 10 mM dNTP-Mix (je 10 mM dATP;
dCTP, dGTP und dTTP in 10 mM Tris pH 7,5), 2 µl 10 x Polymerasepuffer (70 mM
Tris pH 7,5; 70 mM MgCl2; 500 mM NaCl) und 1 µl E. coli DNA-Polymerase I
(Klenow-Fragment, 5 U/µl) in einem Endvolumen von 20 µl versetzt. Nach 30 min
Reaktion bei RT erfolgte eine Phenol/Chloroform-Extraktion.
Ligation von DNA-Fragmenten
Die zu ligierenden DNA-Fragmente wurden mit 2 µl 10 x Ligationspuffer (50 mM
Tris pH 7,4; 10 mM MgCl2; 10 mM DTT; 1 mM Spermidin; 1 mM ATP) und 1 µl T4-
DNA-Ligase (2 U/µl) versetzt und in einem Endvolumen von 20 µl 4 h bei 16°C
inkubiert.
Elektrophoretische Auftrennung von DNA
Zur elektrophoretischen Auftrennung von DNA-Fragmenten wurden, je nach Größe
der zu trennenden Fragmente, horizontale Agarosegele mit 0,4% bis 2% Agarose-
gehalt eingesetzt. Die entsprechende Agarosemenge wurde dafür in TBE-Puffer
durch Erhitzen in der Mikrowelle gelöst, verdampftes Wasser ersetzt und
Ethidiumbromid zu einer Endkonzentration von 1 µg/ml zugegeben. Nach Abkühlen
auf etwa 60°C wurde das Gel in das Gelbett mit Kamm gegossen. Die Proben wur-
den mit 1/10-Volumen 10x Auftragungspuffer (25% (w/v) Ficoll 400, 0,25% (w/v)
Bromphenolblau und 0,25% (w/v) Xylencyanol) versetzt und in die ausgesparten
Geltaschen aufgetragen. Nach elektrophoretischer Auftrennung konnten die DNA-
Fragmente im UV-Durchlicht sichtbar gemacht und zur Dokumentation fotogra-
fiert werden.
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Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen
Zur Isolierung eines bestimmten DNA-Fragmentes wurde die DNA-Lösung in ei-
nem Agarosegel entsprechender Konzentration aufgetrennt. Nach der Elektropho-
rese wurde das Gel im UV-Durchlicht sichtbar gemacht, die gewünschte Bande aus-
geschnitten und mit Hilfe des „Qiaquick Gel Extraction Kits“ (Qiagen) aufgereinigt.
Polyacrylamid-Gelelektrophorese
Je nach Größe der zu trennenden Fragmente wurden 6-10% -ige Polyacrylamidgele
verwendet. Für ein 6% -iges Gel benötigt man 6 ml einer deionisierten Acrylamid:
Bisacrylamid (30 : 0,8) Stammlösung, die mit 3 ml TBE und 21 ml Wasser versetzt
wird. Nach Zufügen und Mischen von 25 µl TEMED und 150 µl Ammoniumper-
sulfatlösung (10%) wurde das Gel zwischen zwei 14 x 15 cm große Glasplatten mit
1 mm dicken Abstandhaltern gegossen und ein geeigneter Kamm eingesetzt. Nach
Polymerisieren der Gellösung wurde der Kamm entfernt und die Taschen mit Was-
ser ausgespült. Die Gelplatten wurden senkrecht in eine Elektrophorese-Apparatur
gespannt und als Elektrodenpuffer 1xTBE (90 mM Tris pH 8,3; 90 mM krist. Bor-
säure; 2,5 mM EDTA pH 8,0) eingefüllt. Nach Auftragen der Proben in Glyzerin-
Puffer (10 mM EDTA pH 8,0; 10% Glyzerin; 0,1% SDS; 0,02% Bromphenolblau)
erfolgte die Auftrennung bis zum Einwandern der Proben ins Gel bei 100 V, danach
bei 240 V. Nach Ende der Elektrophorese wurde das Gel von den Glasplatten ge-
trennt und 15 min unter leichtem Schütteln in 200 ml Wasser mit 1 µg/ml
Ethidiumbromid gefärbt. Die DNA-Banden wurden im UV-Durchlicht
(302 nm) sichtbar gemacht.
Denaturierende Polyacrylamid-Harnstoff-Gele
Die Auftrennung von DNA-Molekülen unter denaturierenden Bedingungen, z.B. nach
der DNA-Sequenzierung, erfolgte mit Hilfe der Polyacrylamid-Harnstoff-Gel-
elektrophorese. Die entsprechenden Gele wurden mit einer Dicke von 0,2 mm zwi-
schen zwei 20 x 40 cm große Glasplatten gegossen. Dazu wurden 30 ml Gellösung
(100 ml deionisiertes Acrylamid: Bisacrylamid (30 : 0,8), 50 ml 10xTBE, 250 g
Harnstoff, auf 500 ml mit H2O aufgefüllt) mit 30 µl TEMED und 300 µl 10% APS
(w/v) versetzt, gemischt, zwischen die Glasplatten gegossen und ein Kamm einge-
setzt. Nach der Polymerisation wurde das Gel in die Gelapparatur eingespannt und
die Kammern mit 1xTBE gefüllt. Für eine optimal denaturierende Wirkung des
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Harnstoffs ist eine Temperatur von ca. 60°C notwendig. Daher wurde ein halbstün-
diger Vorlauf des Gels bei 1400 V durchgeführt bevor die Proben aufgetragen wur-
den. Die Auftrennung erfolgte ebenfalls bei 1400 V. Nach Beendigung des Laufes
wurde das Gel auf Whatman-Papier der entsprechenden Größe transferiert, bei 80°C
getrocknet und über Nacht bei RT gegen einen Röntgenfilm exponiert.
3.2.2. Polymerase-Ketten-Reaktion („polymerase-chain-reaction“,
PCR)
In der Polymerase-Ketten-Reaktion wurden ausgehend von zwei sequenzspezifischen
Oligonukleotiden (Primer), die komplementär zu den Endbereichen der vorgeleg-
ten Matrizen-DNA sind, DNA-Fragmente, die innerhalb der Primer liegen, mit der
temperaturbeständigen Taq-Polymerase kopiert und amplifiziert. Die Reaktion er-
folgte unter folgenden Bedingungen in einem „Perkin-Elmer-Cycler“ (Norwalk,
USA): 1/10 Volumen 10 x PCR-Puffer (500 mM KCl; 100 mM Tris pH 8,4; 15 mM
MgCl2), 1/10 Volumen 10 x dNTP-Lösung (je 2 mM dATP; dCTP; dGTP; dTTP;
pH 7,0), je 1/10 Volumen 10 x Primer (2,5 mM), 1-2 U Taq-Polymerase und
10-500 ng Matrizen-DNA wurden mit Wasser auf das Endvolumen aufgefüllt. Die
Denaturierung der DNA erfolgte bei 94°C für 1 min, die Hybridisierung bei der für
die verwendeten Primer optimalen Temperatur und die DNA-Synthese bei 72°C
(als Faustregel gilt, daß die Taq-Polymerase pro Minute DNA-Fragmente von 1 kb
synthetisieren kann). Die Amplifikationsprodukte wurden durch gelelektro-
phoretische Auftrennung und Anfärben mit Ethidiumbromid kontrolliert.
3.2.3. Sequenzierung von DNA
Gereinigte Plasmid-DNA wurde mit der Didesoxy-Kettenabbruch-Methode nach
Sanger et al. (1977) mit Hilfe des „T7-Sequenase-Kit“ der Firma Amersham
Pharmacia (Freiburg) sequenziert. Die Durchführung der Reaktion erfolgte nach
den Angaben des Herstellers. 5 µg Plasmid-DNA wurden mit 0,2 mM EDTA; 0,2 M
NaOH denaturiert. Die denaturierte DNA wurde mit 2,5 ng des entsprechenden
Sequenzier-Oligonukleotids gemischt, auf 65°C erhitzt und langsam auf RT abge-
kühlt. Nach einer kurzen Strangverlängerung mit α-35S-dATP erfolgt die Kettenab-
bruch-Reaktion mit den entsprechenden Didesoxy-Nukleosidtriposphaten. Nach
Abstoppen der Reaktion mit Formamid-Probenpuffer (20 mM EDTA pH 7,8; 99%
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Formamid; 0,03% Xylencyanol; 0,03% Bromphenolblau) und 3 min Kochen wur-
den die Proben auf einem denaturierenden 6% Polyacrylamid / 8,3 M Harnstoff-
Gel aufgetrennt.
3.2.4. Radioaktive Markierung von DNA-Fragmenten
Radioaktive Markierung von DNA-Sonden
Zur Sondenherstellung wurde die „Random Primer“-Methode (Feinberg und Vogel-
stein, 1983) benutzt. Hierbei wird das zu markierende DNA-Fragment durch Erhit-
zen aufgeschmolzen und das Anhybridisieren kurzer zufälliger DNA-Sequenzen an
die resultierenden Einzelstänge erlaubt. Die anhybridisierten Stücke dienen als Start-
stelle für die nachfolgende DNA-Verlängerung durch das Klenow-Fragment aus der
DNA-Polymerase I von E.coli. Durch den Einbau radioaktiv markierter Nukleotid-
Triphosphate werden die entstehenden Doppelstränge radioaktiv markiert. Verwen-
det wurde das Protokoll des „rediprime-Kits“ der Firma Amersham: 10-20 ng DNA-
Fragment wurden in einem Volumen von 45 µl durch 5 minütige Inkubation bei 100°C
denaturiert, auf Eis 5 Minuten abgekühlt und in ein „rediprime“-Röhrchen gegeben.
Dieses enthält ein Lyophilisat aus Desoxynukleotidtriphosphaten, DNA-Polymer-
ase und Reaktionspuffer. Nach Zugabe von 5 µl α-32P-dCTP erfolgte eine Inkubati-
on bei 37°C für 10 min. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 1,5 µl 0,5 M EDTA
gestoppt. Zur Trennung des markierten Fragments von nicht eingebauten Nukleotiden
wurde der Ansatz über eine Sephadex-G50-Säule geleitet (Gelfiltration). Die Pak-
kung dieser Säule mit in TE äquilibriertem Sephadex-G50 und die chromatogra-
phische Auftrennung von Fragment und freien Nukleotiden erfolgte unter
Zentrifugation bei 800 x g für jeweils 4 min. Anschließend wurde 2x mit je 100 µl
TE pH 8 gewaschen. Der Einbau der radioaktiv markierten Nukleotide wurde durch
Messen von 2 µl des Eluates im Szintillationszähler  (LS5000TD, Beckman) be-
stimmt.
Radioaktive Markierung von DNA-Oligonukleotiden
Diese Art der Markierung wurde für Oligonukleotid-DNA verwendet, die in DNA/
Protein-Bindungsstudien eingesetzt wurden. Zur Herstellung von doppelsträngigen
Oligonukleotiden wurden jeweils 10 µg komplementäre, einzelsträngige
Oligonukleotide in 0,5x TBE 5 min auf 95°C erhitzt und danach langsam in einem
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mit Wasser gefülltem Becherglas auf RT gebracht. Das weitere Abkühlen auf 4°C
erfolgte über Nacht im Kühlraum. Die Konzentration der nun doppelsträngigen
Nukleotide wurde auf 1 pmol/µl eingestellt.
Die radioaktive Markierung der Oligonukleotide erfolgte mittels Kinasierung. Dazu
wurden 2 pmol Nukleotide mit 1/l0 Volumen 10 x Kinase-Puffer (700 mM
Tris pH 7,5, 70 mM MgCl2), 3 µl γ-32P-ATP und 8 U T4-Polynukleotid-Kinase
45 min bei 37°C inkubiert. Die Trennung von nicht eingebautem ATP erfolgte mit-
tels Gelfiltration (Säule, Amersham).
3.2.5. Transformation von DNA in E.coli Bakterien
Herstellung chemo-kompetenter E.coli Bakterien
Der Bakterienstamm E.coli XL1blue wurde auf einer Agarplatte mit TY-Medium
ohne Ampicillin ausgestrichen und bei 37°C für 16 h inkubiert. Von dieser Platte
wurde eine Einzelkolonie gepickt und damit eine 6 ml Kultur (PSI-Medium) an-
geimpft. Diese Kultur wurde unter Schütteln bei 37°C bis zu einer OD600=0,28
inkubiert. Nach Zugabe von weiteren 100 ml PSI-Medium wurde die Kultur bis zu
einer OD600=0,48 inkubiert und anschließend sofort auf Eis abgekühlt. Nach Sedi-
mentation der Bakterien wurden diese in 10 ml eiskaltem, sterilfiltriertem TFB1-
Puffer (100 mM RbCl2; 50 mM MnCl2; 30 mM Kaliumazetat; 10 mM CaCl2; pH 5,8
mit 0,2 M Essigsäure eingestellt) aufgenommen und für 3 h auf Eis gestellt. Danach
wurden die Bakterien erneut für 10 min bei 4°C zentrifugiert (4000 x g), in 10 ml
eiskaltem TFB2-Puffer (10 mM MOPS pH 7,0; 10 mM RbCl2; 75 mM CaCl2; 15%
Glyzerin) resuspendiert und in 50 µl Aliquots abgefüllt. Die schockgefrorenen Bak-
terien (2 min flüssiger Stickstoff) wurden bei -80°C gelagert und bei Bedarf lang-
sam auf Eis aufgetaut.
Transformation kompetenter Bakterien
50 µl kompetente Bakterien wurden mit Plamid-DNA (1-100 ng) oder Ligations-
ansätzen gemischt und 20 min auf Eis gestellt. Nach einem Hitzeschock bei 42°C
für 1 min und Inkubation für 5 min auf Eis, wurde 1 ml SOC-Medium zugegeben und
die Kultur für 30 min bei 37°C geschüttelt. Anschließend wurden 200 µl des Ansat-
zes auf eine Agarplatte (1,5% Bacto-Agar in TY-Medium + 100 µg/ml Ampicillin)
ausplattiert und bis zum Erscheinen makroskopischer Kolonien bei 37°C inkubiert.
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3.3. RNA-Methoden
3.3.1. Präparation von Gesamt-RNA (Chomczynski u. Sacchi, 1987)
Die Zellen wurden mit eiskaltem PBS gewaschen und mit 2 ml Lösung D (4 M
Guanidinthiocyanat, 25 mM Na-Citrat pH 7,0; 0,5% Na-Sarcosyl, 0,1% Antifoam,
100 mM β-Mercaptoethanol) versetzt. Die so lysierten Zellen wurden mit einem
Gummischaber von der Gewebekulturschale abgelöst und mittels einer Injektions-
spritze nach mehrmaligem Auf- und Abziehen, zur Scherung der genomischen DNA,
in ein steriles 15 ml Greiner-Röhrchen überführt. Nach Zugabe von 200 µl 2 M
Ammoniumazetat (pH 4,0) wurde mit 2 ml wassergesättigtem Phenol gut ausge-
schüttelt, danach wurden 400 µl Chloroform/Isoamylalkohol (49:1) zugegeben und
erneut geschüttelt (ca. 1 Minute). Nach einer Inkubation von 10 min bei 4°C wurde
das Gemisch abzentrifugiert (10000 x g; 20 Minuten; 4°C), die wäßrige Phase ab-
genommen und mit dem gleichen Volumen Isopropanol versetzt. Die RNA wurde
ca. 1 h bei -20°C gefällt und erneut zentrifugiert. Das RNA-Pellet wurde nach zwei-
maligem Waschen mit eiskaltem Ethanol (80%) getrocknet, in 100 µl DEPC-be-
handeltem Wasser gelöst und die Konzentration bestimmt.
3.3.2. RT-PCR
Jeweils 1-2 µg denaturierte Gesamt-RNA (70°C für 3 min) wurde in einem Volu-
men von 20 µl mit den Oligonukleotid-Primern „Oligo dT“ (Gibco) wie folgt revers
transkribiert: 5 mM MgCl2, 50 mM KCl, 10 mM Tris-HCl pH 8,3, 1 mM
Desoxynukleotid-triphosphate, 50 pmol Primer, 2,5 U AMV-Reverse Transkript-
ase sowie 1,7 U RNase-Inhibitor. Der Ansatz wurde 40 min bei 41°C und 10 min
bei 65°C inkubiert und anschließend auf Eis gestellt. In der daran anschließenden
Polymerase-Kettenreaktion (PCR) wurden ausgehend von zwei sequenzspezifischen
Oligonukleotiden, die komplementär zu den Endbereichen der vorgelegten Matri-
zen-DNA sind, cDNA-Fragmente, die innerhalb der Primer liegen, mit der
temperaturbeständigen Taq-Polymerase amplifiziert. Die Reaktion erfolgte unter
folgenden Bedingungen in einem „Hybaid-Cycler“ (Biozym, Hess. Oldendorf):
1/10 Volumen 10 x PCR-Puffer (500 mM KCl; 100 mM Tris pH 8,4; 15 mM MgCl2),
1/10 Volumen 10 x dNTP-Lösung (je 2 mM dATP; dCTP; dGTP; dTTP; pH 7,0), je
1/10 Volumen 10 x Primer (100 pmol), 1-2 U Taq-Polymerase und 10-500 ng Ma-
trizen-DNA wurden mit Wasser auf das Endvolumen (20-25 µl) aufgefüllt. Die De-
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naturierung der DNA erfolgte bei 94°C für 1min, die Hybridisierung bei der für die
verwendeten Primer optimalen Temperatur für 1 min und die DNA-Synthese bei
72°C für 1-2 min. Die Amplifikationsprodukte (nach 30-35 Zyklen) wurden durch
gelelektrophoretische Auftrennung kontrolliert.
3.3.3. Gelelektrophorese von RNA
Zur Auftrennung der RNA wurden horizontale Gelkammern verwendet. Dazu wur-
den 3,5 g gelöste Agarose mit 5 ml 50x MOPS (400 mM 3-(N-Morpholino)-Pro-
pan-Sulfonsäure), 100 mM Na-Azetat, 10 mM EDTA, pH 8), 5 ml 37% Formalde-
hyd und 0,5 µg/ml Ethidiumbromid in 250 ml Wasser in das Gelbett mit Kamm
gegossen. 20-30 µg Gesamt-RNA wurden in der „SpeedVac“ eingetrocknet, in 15 µl
Denaturierungspuffer (54% Formamid, 18% Formaldehyd (37%), 1 x MOPS, 0,4%
Bromphenolblau) gelöst, 5 min bei 65°C denaturiert und anschließend auf das Gel
aufgetragen. Die Auftrennung erfolgte bei konstanter Spannung.
3.3.4. Transfer von RNA auf Nylon-Memranen (Northern-Blot)
Das RNA-Gel wurde nach beendeter Elektrophorese unter UV-Licht fotografiert
und die 18S- und 28S-RNA markiert. Das Gel wurde auf einer Glasplatte plaziert,
worauf sich 3-MM-Papier, mit 10 x SSC getränkt, befand. Auf das Gel wurde
luftblasenfrei die Nylon-Membran (Gene Screen plus) gelegt, auf diese wiederum
3-lagig 3-MM-Papier (ebenfalls mit 10 x SSC getränkt), über welches ein Kleenex-
Stapel, der mit Gewicht beschwert wurde, geschichtet wurde. Über Kapillarkräfte
wurde die Flüssigkeit nach oben gesaugt und somit die RNA auf die Membran trans-
feriert. Der Transfer erfolgte über Nacht; anschließend wurde die Membran in 2x SSC
gewaschen und danach bei 80°C eine Stunde inkubiert. Zur kovalenten Fixierung
der RNA an die Membran, wurde die Membran zusätzlich mit UV C (254 nm,
1.200 Joule) bestrahlt.
3.3.5. Hybridisierung der RNA
Nach der kovalenten Fixierung der RNA an die Membran wurde diese in einer Röh-
re mit 5 ml Hybridisierungslösung (1 mM EDTA, 0,25 M Phosphatpuffer, 7% SDS)
in einem Ofen bei 65°C unter Rotation prähybridisiert. Danach wurden
ca. 1-3x107 cpm radioaktiv-markierter Probe, die zuvor 20 min mit 30% 2N NaOH
bei RT denaturiert wurde, dazupipettiert. Die Hybridisierung erfolgte bei einer ho-
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mologen Sonde bei 65°C über Nacht. Zur Entfernung unspezifisch gebundener Ra-
dioaktivität wurde die Membran unter Rotieren der Röhre wie folgt mit 20 mM
Phosphatpuffer; 1% SDS gewaschen: 1x 5 min, dann 2x5 min  und 1x 20-40 min.
Anschließend wurde ein Röntgenfilm aufgelegt und je nach Stärke des Signals mit
Verstärkerfolie bei -80°C belichtet. Sollte eine Membran nach Hybridisierung mit
einer anderen Probe hybridisiert werden, so wurde die ursprüngliche Probe durch
10 minütige Inkubation in kochender 0,1% SDS /2 mM-EDTA Lösung entfernt. Die
erneute Hybridisierung erfolgte dann wie oben beschrieben.
3.4. Protein-Methoden
Zur Verhinderung von Protease- und Phosphataseaktivitäten wurden, wenn nicht an-
ders angegeben, sämtliche Arbeiten mit Proteinen, deren Isolierung eingeschlos-
sen, stets auf Eis mit kalten Lösungen oder im Kühlraum durchgeführt. Zusätzlich
wurden dem Lysispuffer Proteinase- und Phosphatase-Inhibitoren zugesetzt. Sämt-
liche Zentrifugationsschritte wurden in einer Kühlzentrifuge bei 4°C durchgeführt.
3.4.1. Herstellung von Proteinextrakten
Für die Proteinextraktion wurden die Zellen entsprechend der jeweiligen Versuchs-
bedingungen kultiviert und anschließend je nach Gebrauch geerntet. Zur direkten
Auftrennung der Proteine mittels SDS-PAGE wurden die Zellen nach Waschen mit
PBS direkt im Probenpuffer (0,1 M Tris-HCl pH 6,8; 2% SDS; 20% Glyzerin; 0,02%
Bromphenolblau; 5% β-Mercaptoethanol) lysiert und nach Denaturierung bei 100°C
auf das Gel aufgetragen. Zur Detektion von Immunkomplexen wurden die Zellen in
dem jeweiligen Lysispuffer geerntet, wonach eine Bestimmung der Protein-
konzentration stattfand.
3.4.2. Bestimmung der Proteinkonzentration (Lowry et al., 1951)
Für die Erstellung der Eichkurve wurden 5 bis 40 µl einer BSA-Stammlösung
(1 mg/ml, gelöst in Lowry-Lösung I) und 5 µl 250 mM Tris-HCl pH 7,5 (oder der
jeweilige Lysispuffer) mit Lowry-Lösung I (2% Na2CO3, 0,1 M NaOH) auf 150 µl
aufgefüllt und mit 250 µl frisch hergestellter Lowry-Lösung IV (10 ml Lowry-Lö-
sung I mit 100 µl 2% NaK-Tartrat und 100 µl 1% CuSO4) gemischt. Nach 5-minütiger
Inkubation bei Raumtemperatur wurden 30 µl 50% Folin-Reagens zugegeben und
60 min im Dunkeln inkubiert. Von den zu bestimmenden Proteinextrakten wurden
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jeweils 5 µl mit 145 µl Lowry-Lösung I und 250 µl Lowry-Lösung IV gemischt,
wobei nach Zugabe von 50% Folin-Reagens ebenfalls im Dunkeln und bei Raum-
temperatur inkubiert wurde. Von den so hergestellten Eichkurven- und den zu be-
stimmenden Proben wurden jeweils 100 µl in eine Mikrotiterplatte pipettiert und
die OD der Farbreaktion im „Elisa-Reader“ der Firma Titertek („Multiskan
PLUS MK II“) bei 600 nm bestimmt. Die Berechnung der Proteinkonzentration
erfolgte anhand der Eichkurve.
3.4.3. SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-PAGE)
Die Auftrennung der Proteine erfolgte mittels SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese
(Laemmli, 1970). Dabei richtete sich der Vernetzungsgrad im Trenngel nach dem
Molekulargewicht des nachzuweisenden Proteins. Hierfür wurde die entsprechen-
de Acrylamid-Lösung (Trenngel-Lösung: 6-12% Acrylamid; 0,16-0,32% N,N´-
Methylenbisacrylamid; 375 mM Tris-HCl pH 8,8; 0,1% SDS; 0,1% APS; 0,05%
TEMED) zwischen zwei mit Abstandhaltern fixierte Glasplatten (0,75-1,5 mm dicke
Abstandhalter) luftblasenfrei bis ca. 4 cm zum oberen Glasrand ausgegossen, mit
Isopropanol überschichtet und zum Auspolymerisieren stehen gelassen. Nach Ent-
fernen des Gelüberstandes wurde das Sammelgel (Sammelgel-Lösung: 4%
Acrylamid; 0,1% N,N´-Methylenbisacrylamid; 125 mM Tris-HCl pH 6,8; 0,1% SDS;
0,1% APS; 0,1% TEMED) gegossen und ein entsprechender Kamm eingesetzt. Bei
der Denaturierung der Proben im Probenpuffer (0,1 M Tris-HCl pH 6,8; 2% SDS;
20% Glyzerin; 0,02% Bromphenolblau; 5% β-Mercaptoethanol) wird die Eigen-
ladung der denaturierten Proteine vollständig durch die negativen Ladungen der SDS-
Sulfatgruppen überlagert, so daß im elektrischen Feld die Mobilität der SDS-Protein-
komplexe weitestgehend durch den Siebeffekt der Polyacrylamidmatrix bestimmt
wird. Dadurch wird eine Auftrennung der Proteine nach ihrem Molekulargewicht
erreicht. 30 bis 50 µg Proteinextrakt (je nach nachzuweisendem Protein) wurden
mit Lysispuffer auf ein Gesamtvolumen von 20 µl eingestellt und mit 5 µl 5x Proben-
puffer versetzt. Anschließend wurden die Proben für 4 min bei 100°C denaturiert
und kurz anzentrifugiert. Die Geltaschen wurden mit Laufpuffer gut gespült und die
Proben mit einer Hamilton-Spritze direkt in die Geltaschen gegeben. Der
Sammelgellauf erfolgte bei konstanten 20 mA in 1x Laufpuffer (25 mM Tris; 192 mM
Glyzin; 0,1% SDS), der Trenngellauf erfolgte je nach Größe und Auftrennung des
gewünschten Proteins bei konstanten 30 mA für 2-3 h. Der Gellauf wurde beendet,
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sobald die entsprechenden blau-markierten Molekulargewichtsmarker eine gute
Auftrennung aufwiesen. Das Gel wurde zwischen den beiden Glasplatten entfernt
und entweder Coomassie-gefärbt, geblottet („Western-Blotting“) oder in einer Film-
kassette mit einem Röntgenfilm exponiert.
3.4.4. Coomassie-Brilliant-Blau-Färbung von Proteinen
Proteine, die mittels SDS-PAGE aufgetrennt worden sind, können durch Coomassie-
Brilliant-Blau-Färbung sichtbar gemacht werden. Dazu wurde das Gel 30 min in
0,5 ml/cm2 Gelfläche Färbelösung (0,2% Coomassie-Brilliant-Blau R250; 50% Me-
thanol; 7,5% Essigsäure) und danach so lange in Entfärbelösung (50% Methanol;
7,5% Essigsäure) inkubiert, bis die Proteinbanden sichtbar wurden. Anschließend
wurde das Gel im Wasserstrahlvakuum getrocknet.
3.4.5. Transfer und Nachweis von Proteinen auf Membranen
(Western-Blot)
Der Transfer der im Polyacrylamidgel immobilisierten Proteine auf eine Nitro-
cellulose-Membran erfolgte mittels Western-Blot-Apparatur (BioRad) in der fol-
genden Weise: Das in der Reihenfolge aus Schwamm, 3 Lagen 3-MM Papier, Trenn-
gel, Nitrocellulose-Membran, 3 Lagen 3-MM Papier, Schwamm, luftblasenfrei zu-
sammengesetzte Sandwich wurde mittels Trägers senkrecht in die mit Western-
Blotting-Puffer (20 mM Tris; 192 mM Glyzin; 20% Methanol) gefüllte
Elektrophoresekammer gebracht. Zuvor wurde die Membran 2 min in Western-
Blotting-Puffer äquilibriert, das 3-MM Papier in Western-Blotting-Puffer getränkt
und das Gel 2 min in Western-Blotting-Puffer gewaschen. Der elektrophoretische
Transfer erfolgte unter ständigem Rühren des Puffers über Nacht bei 4°C bei einer
Spannung von 30 Volt.
Nach Abbau des Sandwiches wurde die Membran 2x 10 min in TBS (20 mM Tris-
Base, 137 mM Natriumchlorid; pH 8,1) gewaschen. Danach wurde die Membran
30 min in Blockierungs-Puffer (4% (w/v) Magermilchpulver 0,5% Tween 20 in
TBS) inkubiert, um die unspezifischen Bindungsstellen abzusättigen. Die Inkubati-
on des jeweiligen Antikörpers (meist 1:1000 verdünnt in Blockierungs-Puffer) er-
folgte mindestens 2 h in einer Folie eingeschweißt und unter Rotieren bei RT. Dann
wurde die Membran mit Blockierungs-Puffer gewaschen (3x 5 min) und mit Meer-
rettich-Peroxidase-konjugiertem Zweitantikörper (1:2.500 verdünnt) mindestens
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1 h inkubiert. Der erste Waschschritt erfolgte mit Blockierungs-Puffer, die folgen-
den 4 mit TBS. Schließlich wurde die Membran nach Abtropfen auf der Protein-
seite mit 6 ml einer frisch zubereiteten 1:1-Mischung der beiden ECL-Detektions-
lösungen (Amersham Pharmacia, Freiburg ) genau 1 min bedeckt, die Flüssigkeit
mit einem Kleenex-Tuch vom Rand her abgesaugt und die Membran, bedeckt mit
einer Frischhaltefolie, in eine Filmkassette gelegt. Auflegen des Filmes erfolgte
erst für eine Minute und dann, je nach Signalintensität, kürzer oder länger. Das
Detektionssystem basiert auf der von Chemolumineszenz begleiteten Oxidation eines
zyclischen Diacylhydrazides, die in Gegenwart von Wasserstoffperoxid durch Meer-
rettich-Peroxidase katalysiert wird.
3.4.6. Immunpräzipitation von Proteinen
Die Zellen wurden zweimal mit PBS gewaschen und auf Eis in 0,5-0,8 ml RIPA-
Puffer (50 mM Tris-HCl pH 8,0; 125 mM NaCl; 0,5% NP-40; 0,5% NaDOC; 0,1%
SDS; 0,5 mM PMSF; je 1 µg/ml Aprotinin, Leupeptin) lysiert. Nach 5-minütiger
Inkubation auf Eis wurden die Proben in Mikrozentrifugenröhrchen überführt, kurz
gemischt und durch Zentrifugation pelletiert (15 min, 10000 x g, 4°C). Die Über-
stände wurden in Gegenwart von Protein A-Sepharose (25 µl gepacktes Volumen)
und 0,5 µg des entsprechenden Antikörpers für 2 h bei 4°C rotiert. Die an die
Sepharose gekoppelten Antigen/Antikörperkomplexe wurden durch kurzes Zentri-
fugieren (5 s, 10000 x g, 4°C) pelletiert und dreimal mit je 1 ml RIPA-Puffer und
einmal mit PBS gewaschen. Vor Zugabe von 20 µl Probenpuffer (0,1 M
Tris-HCl pH 6,8; 2% SDS; 20% Glyzerin; 0,02% Bromphenolblau; 5% β-Mercapto-
ethanol) wurde die Sepharose mit einer Kanüle trockengesaugt. Die Proben wurden
5 min aufgekocht und anschließend in einem SDS-Polyacrylamidgel entsprechen-
der Konzentration aufgetrennt.
3.4.7. in vitro Kinase-Aktivitätsbestimmung
Zur Herstellung des Proteinextraktes wurden die Zellen zweimal mit eiskaltem PBS
gewaschen und in 400 µl kaltem Lysis-Puffer (50 mM HEPES pH 7,5; 150 mM
NaCl; 1 mM EDTA; 2,5 mM EGTA; 10% Glyzerol; 1 mM DTT; 0,1% Tween; 10 mM
β-Glyzerophosphat; 1 mM NaF; 0,1 mM Na3VO4; 0,1 mM PMSF; je 2 µg/ml
Aprotinin, 5 µg/ml Leupeptin) aufgeschlossen. Der Extrakt wurde in Mikro-
36
3. Material und Methoden
zentrifugenröhrchen überführt, schockgefroren, aufgetaut und 1h auf Eis inkubiert.
Zur Beseitigung der Zelltrümmer wurde der Extrakt 10 min bei 4°C und 10000 x g
zentrifugiert.
Gleiche Proteinmengen wurden mit 1,5 µl des gewünschten Antikörpers in einem
Volumen von 700 µl bei 4°C unter Rotation inkubiert. Nach einer Stunde wurden je
Ansatz etwa 20 µl in Lysis-Puffer gequollene Protein A- oder G-Sepharose zugege-
ben und erneut 2 h bei 4°C rotiert. Die über die spezifischen Antikörper an die
ProteinA/G-Sepharose gekoppelten Immunkomplexe wurden zweimal mit 300 µl
Lysis-Puffer und einmal mit 300 µl Kinase-Puffer (20 mM MgCl2; 10 mM EGTA;
40 mM HEPES, pH 7,9) gewaschen. Zur Bestimmung der Kinase-Aktivität wurde
eine Kinase-Reaktion durchgeführt. Dazu wurden 2 µg des entsprechenden Substra-
tes (Histon H1, GST-pRb) und 5 µCi γ-32P-ATP in einem Endvolumen von 20 µl in
Kinase-Puffer mit dem Immunkomplex gemischt und 20 min bei 30°C inkubiert.
Anschließend wurden die Proben kurz anzentrifugiert, der Überstand mit dem
phosphorylierten Substrat in ein neues Eppendorf-Reaktionsgefäß mit Probenpuffer
(0,1 M Tris-HCl pH 6,8; 2% SDS; 20% Glyzerin; 0,02% Bromphenolblau;
5%β-Mercaptoethanol) überführt und 5 min bei 100°C denaturiert. Die Auftrennung
erfolgte in einem 10-12%-SDS-Polyacrylamidgel wobei auf das Gel nach dem Trock-
nen ein Röntgenfilm aufgelegt wurde.
Erfolgte die Exposition auf „Imaging“-Platten (Fujiphotofilm Co, LTD), so wurde
die quantitative Auswertung mit Hilfe des Programms TINA (Raytest, Straubenhardt)
anhand der im „Bio-Imaging Analyser“ (Fa. Fuji: FUJI BAS 1500) gelesenen
„Imaging“-Platte durchgeführt.
3.4.8. Bestimmung der Chloramphenicol-Azetyltransferase-Aktivität
(„CAT-Assay“)
Die Zellen einer Zellkulturschale (10 cm) wurden einmal mit PBS gewaschen, mit
einem Gummispatel in 1 ml PBS abgeschabt, in ein Eppendorf-Reaktionsgefäß über-
führt und für 5 min bei 5000 x g abzentrifugiert. Anschließend wurde das Zellpellet
in 100 µl Tris-HCl (0,25 M; pH 7,8) resuspendiert. Durch dreimaliges Schock-
frieren in flüssigem Stickstoff und anschließendem Auftauen bei 37°C wurden die
Zellen aufgebrochen. Die Zelltrümmer wurden bei 10000 x g für 10 min ab-
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zentrifugiert. Der Überstand mit den zellulären Proteinen wurde in ein neues
Reaktionsgefäß überführt und der Proteingehalt nach der Methode von Lowry be-
stimmt.
Zur Messung der spezifischen Enzymaktivität wurden gleiche Proteinmengen in
80 µl Tris (0,25 M; pH 7,8) mit 2 µl 14C-Chloramphenicol (Substrat) und 20 µl
Azetyl-Coenzym-A (Azetylgruppen-Donor) gemischt und für zwei Stunden bei 37°C
inkubiert. Das Abstoppen der Reaktion erfolgte durch Zugabe von 0,8 ml Ethylazetat.
Das Chloramphenicol und seine azetylierten Produkte werden durch starkes Mi-
schen extrahiert. Die Phasen wurden durch Zentrifugation (5 min; 10000 x g) ge-
trennt und die Ethylazetat-Phase abgenommen. Das Ethylazetat wurde im
Vakuumkonzentrator eingetrocknet, das Pellet in 20 µl Ethylazetat aufgenommen
und punktförmig auf eine Kieselgel-DC-Platte aufgetragen. Die Auftrennung der
Proben erfolgte durch aufsteigende Chromatographie mit Chloroform/Methanol
(9:1). Nach etwa 45 min wurde die DC-Platte getrocknet und ein Röntgenfilm bei
RT exponiert.
Nach Entwicklung des Autoradiogramms konnten die Signale auf dem Röntgenfilm
den Positionen der azetylierten Formen des Chloramphenicols auf den DC-Platten
zugeordnet werden. Das nicht-azetylierte Chloramphenicol ist am unpolarsten und
wandert daher am langsamsten. Die 1´-azetylierten, 3´-azetylierten und 1´,3´-
azetylierten Formen sind polarer und wandern deshalb schneller. Durch Quantifi-
zierung des azetylierten und nicht-azetylierten Anteils des Chloramphenicols kann
die Aktivität des CAT-Enzyms berechnet werden.
3.4.9. Reinigung von Glutathion-S-Transferase Fusionsproteinen
Eukaryontische Proteine können durch Fusion mit dem Protein Glutathion-S-
Transferase (GST) aus Schistosoma japonicum in großen Mengen und in löslicher
Form in Bakterien exprimiert werden (Smith und Johnson, 1988). Die Affinität von
GST für Glutathion ermöglicht eine milde Reinigung der Fusionsproteine aus bak-
teriellen Rohlysaten mittels Affinitätschromatographie an immobilisiertem
Glutathion.
Eine Übernachtkultur des entsprechend transformierten Bakterienstammes wurde
1:10 mit LB-Medium (10 g Bactotrypton; 5 g Hefeextrakt; 10 g NaCl; auf 1 l mit
H2O und 100 µg/ml Ampicillin) verdünnt und bei 30-37°C unter Schütteln inkubiert.
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Nach 2 h wurden die Bakterien zur Produktion des GST-Fusionproteins mit 0,1 mM
IPTG (f.c.) behandelt und 4 weitere Stunden unter Schütteln inkubiert. Anschlie-
ßend wurden die Bakterien durch Zentrifugation (2000 x g, 10 min, 4°C) sedimen-
tiert, in eiskaltem Puffer E (50 mM HEPES pH 7,9; 15 mM KCl; 5 mM MgCl2;
1 mM EDTA; 5 mM DTT) suspendiert und durch wiederholtes Einfrieren und Auf-
tauen lysiert. Die bakterielle DNA wurde mechanisch im Ultraschall geschert. An-
schließend wurden die unlöslichen Bakterienbestandteile durch Zentrifugation
(8000 x g; 15 min; 4°C) abgetrennt. Zur Kopplung des GST-Fusionsproteins wurde
der Überstand mit in PBS gequollener Glutathion-Agarose für 1 h bei 4°C unter
Rotation inkubiert (die Menge ist für die jeweilige Anwendung empirisch zu ermit-
teln; theoretisch hat 1 ml gequollene Glutathion-Agarose die Bindungskapazität für
8 mg Fusionsprotein). Die Glutathion-Agarose wurde mit dem gebundenen Fusions-
protein in eine Säule transferiert und mit dem Zehnfachen des Säulenvolumens an
PBS gewaschen. Das Fusionsprotein wurde durch 5 mM reduziertes Glutathion (in
50 mM Tris-HCl pH 8,0) in Fraktionen aus der Säule eluiert. Die Anwesenheit von
Fusionsprotein in den einzelnen Fraktionen wurde durch eine Proteinbestimmung
nach Lowry und anschließend durch Elektrophorese in einem SDS-Polyacrylamidgel
mit anschließender Coomassie-Blau-Färbung überprüft. Fraktionen mit hohem
Gehalt an Fusionsprotein wurden aliquotiert und bei -80°C gelagert.
3.4.10. Protein/DNA-Bindungsstudien (EMSA)
Zur Herstellung der Kernextrakte wurden die Zellen 2x mit eiskaltem PBS gewa-
schen, in PBS von den Gewebekulturschalen abgeschabt und 5min bei 2500 x g
abzentrifugiert. Das Zellpellet (ca. 1x106 Zellen) wurde in 100 µl CE-Puffer
(10 mM HEPES pH 7,9; 60 mM KCl; 1mM EDTA; 0,5% NP-40; 1 mM PMSF)
aufgenommen und zur Lyse der Zellen 5 min auf Eis inkubiert. Die Zellkerne wur-
den 5 min bei 2000 x g abzentrifugiert. Der Überstand (Zytoplasma-Extrakt) mit
50 µl NE-Puffer (250 mM Tris pH 7,8; 60 mM KCl; 1 mM EDTA; 1 mM DTT;
1 mM PMSF) versetzt und nach einer erneuten Zentrifugation in flüssigem Stick-
stoff schockgefroren. Die Kerne (das Pellet) wurden nach Waschen mit CE-Puffer
ohne NP-40 unter dem Mikroskop überprüft, um anschließend wieder 5 min  zen-
trifugiert zu werden. Das Kernpellet wurde in 100 µl NE-Puffer aufgenommen und
durch dreimaliges Einfrieren und Auftauen aufgeschlossen. Die Zelltrümmer wur-
den durch 15 min Zentrifugation bei 10000 x g abgetrennt. Die Konzentration der
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Proteine wurde nach Lowry bestimmt. Die DNA-Bindungsreaktion wurde in einem
Volumen von 20µl durchgeführt. Dazu wurden 2-5 µg Kernextrakt mit 4 µl 5x
Reaktionspuffer (20% Glycerin; 60 mM Hepes pH 7,9; 25 mM MgCl2;
29 mM Tris HCl pH 7,9; 3 mM DTT; 3 mM EDTA), 1 µg Poly dI/dC und 2 µg BSA
auf Eis gemischt und 5 Minuten bei RT stehen gelassen. Nach Zugabe von 2 µl mar-
kierter Oligonukleotid-DNA (10 fmol) erfolgte die Komplexbildung 30 min bei
RT. Wurden zum Nachweis der Komplexe Antikörper verwendet, so wurden diese
mit dem Proteinextrakt und den anderen Bestandteilen eine Stunde auf Eis
vorinkubiert, bevor die markierte Probe hinzugefügt wurde (wie oben beschrieben).
Die Auftrennung der Komplexe erfolgte in einem 4% Polyacrylamid-Gel in 0,5 x
TBE bei konstanter Stromstärke, wobei das Gel 60 Minuten vorlaufen sollte. Nach
Trocknen des Geles wurde ein Film aufgelegt.
3.4.11. Luziferase- und LacZ-Bestimmung
Die Zellen einer Zellkulturschale (10 cm) wurden einmal mit PBS gewaschen, mit
einem Gummispatel in 1 ml PBS abgeschabt, in ein Eppendorf-Reaktionsgefäß über-
führt und für 3 min bei 3500 x g abzentrifugiert. Anschließend wurde das Zellpellet
in 50-100 µl Extraktionspuffer (100 mM Kaliumphosphat pH 7,6; 0,2% Triton-X-
100; 1 mM DTT) resuspendiert und zur Zellyse 5 min auf Eis inkubiert. Die
Zelltrümmer wurden bei 10000 x g und 4°C für 10 min abzentrifugiert. Der Über-
stand mit den zellulären Proteinen wurde in ein neues Reaktionsgefäß überführt
und für die Messung der Luziferase- und der LacZ-Aktivität eingesetzt.
 Luziferase Aktivität:
5-10 µl Proteinextrakt wurden mit 50 µl Luziferasepuffer (Promega) gemischt und
im Luminometer (Promega) gemessen.
 LacZ Aktivität:
20-30 µl Proteinextrakt wurden mit 250 µl LacZ Reaktionspuffer (100 mM Natrium-
phosphat pH 7,4; 10 mM KCl; 1 mM MgSO4; 0,35 % β-Mercaptoethanol) und 50 µl
ONPG Lösung (4mg ONPG/ml 100 mM Natriumphosphat pH 7,0) gemischt und
bei 37°C bis zu einer deutlichen Gelbfärbung inkubiert. Die Reaktion wurde durch
Zugabe von 125 µl 1M Na2CO3 gestoppt und anschließend bei 405 nm im Photo-
meter gemessen.
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3.5. Zellkultur
Die Maus-Fibroblasten wurden routinemäßig in DMEM mit 10% FCS auf Plastik-
schalen kultiviert, auf denen sie adhärent wuchsen. Die Inkubation fand im Brut-
schrank bei 37°C und 6% CO2 statt.
Sämtliche Arbeitsgänge wurden unter Einhaltung steriler Bedingungen an einer
Sicherheitsbank der Klasse 2 (Baker) durchgeführt.
3.5.1. Trypsinieren von Zellen
Bei 80% Konfluenz, wurden die Zellen, unter Verdünnung, in neue Schalen transfe-
riert. Zunächst wurde das Medium abgesaugt und die Zellen mit 1 ml PBS gewa-
schen. Dann wurden die Zellen mit 1 ml 0,25% Trypsin überschichtet und bis zum
beginnenden Ablösen bei 37°C oder RT inkubiert (ca. 5 min). Durch Zugabe von
FCS-haltigem Medium wurde das Trypsin inaktiviert. Die Zellen wurden durch
Zentrifugation (300 x g, 3 min) sedimentiert und nach Absaugen des Überstands in
einem entsprechenden Volumen Medium resuspendiert und gezählt. Die Bestim-
mung der Zellzahl erfolgte durch Zählen in einer Neubauer-Zählkammer oder mit
Hilfe des Coulter Zählgerätes Z2 (Beckman Coulter). Danach wurden die Zellen in
der gewünschten Zellzahl ausplattiert.
3.5.2. Einfrieren und Auftauen von Zellen
Die Zellen wurden zunächst trypsiniert und gezählt, die Zellsuspension in ein Pla-
stik-Zentrifugenröhrchen überführt und in diesem für 3 min bei 300 x g zentrifu-
giert. Nach Absaugen des Überstandes wurde das Zellsediment (ca. 1x106 Zellen)
in 1 ml Einfriermedium (20% FCS-Medium + 10% DMSO) resuspendiert und in
ein Einfrierröhrchen transferiert. Die Zellen wurden anschließend für 1,5 h auf Eis
inkubiert, dann auf -80°C gebracht (unter diesen Bedingungen können die Zellen
bis zu 2 Monate aufbewahrt werden). Die längerfristige Aufbewahrung erfolgte in
flüssigem Stickstoff bei -196°C.
Zum Auftauen wurden die Zellen im Einfrierröhrchen schnell auf 37°C erwärmt, in
ein Plastik-Zentrifugenröhrchen mit 5 ml vorgelegtem Medium überführt, 3 min
bei 300 x g sedimentiert und nach Absaugen des Überstandes in Medium aufge-
nommen und in eine Kulturschale transferiert.
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3.5.3. Synchronisation der Zellen in der G0/G1-Phase
Die Synchronisation von Zellen in der G0/G1 Phase des Zellzyklus erfolgte durch
Kultivierung in 0,5%-igem Medium für 48 h. Diese Art von Kultivierung führt zu
einer effizienten reversiblen Arretierung der Zellen in der G0-Phase des Zellzyklus.
Die Aufhebung der Blockierung und der damit induzierte synchrone Durchlauf der
Zellen durch die anschließenden Zellzyklusphasen erfolgte durch Stimulation mit
20% FCS-haltigem Medium.
3.5.4. Synchronisation der Zellen in der S-Phase
Die Synchronisation von Zellen in der S-Phase des Zellzyklus erfolgte durch einen
sogenannten doppelten Thymidin-Block (Thomas und Lingwood, 1975). Bei dieser
Methode werden die Zellen bei 37°C und 6% CO2 zweimal hintereinander mit
2 mM Thymidin inkubiert, unterbrochen von einer Wachstumsphase in DMEM mit
10% FCS. Die Aufhebung der Blockierung und der damit induzierte synchrone Durch-
lauf der Zellen durch die anschließenden Zellzyklusphasen erfolgte durch Stimula-
tion mit 10% FCS-haltigem Medium.
3.5.5. Behandlung der Zellen mit TPA
Die Behandlung der Zellen mit TPA erfolgte durch Zugabe der Stammlösung
(200 µg/ml TPA in DMSO, die bei -20°C aufbewahrt wurde) in den gewünschten
Endkonzentrationen ins serumhaltige Medium. Die Zellen wurden je nach Bedarf
im Brutschrank inkubiert.
3.5.6. Kalziumphosphat-Transfektion von Zellen
12 h vor der Transfektion wurden logarithmisch wachsende Zellen trypsiniert und
in einer Dichte von 1 x 106 Zellen pro 10 ml Medium in einer 10 cm-Petrischale
eingesät. Für den Transfektionsmix wurden 5 - 15 µg DNA in 250 mM CaCl2 gelöst
und dann Tropfen für Tropfen mit dem gleichen Volumen 2 x HBS (280 mM NaCl;
1,5 mM Na2HPO4 x 2H2O; 50 mM HEPES) gemischt. Nach 20 min wurde das
Kalziumphosphat/DNA-Präzipitat, über die Zellen verteilt, ins Medium getropft.
Die Zellen wurden 5 h lang im Brutschrank bei 37°C und 6% CO2 inkubiert. Nach
zweimaligem Waschen mit je ca. 5 ml PBS (Entfernen des Präzipitates) wurde fri-
sches Medium zugegeben und die Zellen für weitere 5 h im Brutschrank inkubiert.
42
3. Material und Methoden
3.6. FACS-Analyse
Die FACS („Fluorescence Activated Cell Sorter“)-Analyse ermöglicht die Detektion
von Zellen oder deren DNA-Gehalt anhand von Fluoreszenzmarkierungen. Hierbei
werden einzelne Zellen enthaltende Tröpfchen der markierten Zellsuspension mit
Laserlicht angeregt und die emittierte Fluoreszenz detektiert. Zudem gestatten Beu-
gung und Streuung des Laserlichtes Aufschluß über Größe beziehungsweise
Granularität der Zelle. Verwendet wurde ein FACS-Gerät (FACScan/FACSCalibur)
der Firma Becton Dickinson, Heidelberg. Zur Fluoreszenzmarkierung dienten FITC-
konjugierte Antikörper oder Propidiumjodid als Vitalitäts- oder DNA-Farbstoff.
3.6.1. Detektion von DNA mittels FACS
Der Farbstoff Propidiumjodid kann als Vitalitätsfarbstoff oder als DNA-färbende
Substanz eingesetzt werden. Die Vitalitätsfärbung beruht darauf, daß nur tote Zellen
den Farbstoff aufnehmen und somit angefärbt werden können. Diese Färbemethode
heißt Propidiomjodid-Ausschluß. Bei der Messung im FACS-Gerät ist es nicht
möglich, nekrotische Zellen von apoptotischen Zellen zu unterscheiden.
Bei der DNA-Färbung wurden die Zellen nach Waschen mit eiskaltem PBS und
anschließendem Trypsinieren über Nacht in 70% Ethanol bei 4°C fixiert und vor
der Messung mit 50 µg/ml Propidiumjodid für mindestens 15 min inkubiert, so daß
der Farbstoff in die DNA interkalieren kann. Mittels der Propidiumjodid-Färbung
kann das DNA-Profil der Zellen und somit deren Verteilung in den jeweiligen
Zellzyklusphasen, sowie der Anteil apoptotischer DNA bestimmt werden.
3.6.2. Detektion von BrdU mittels FACS
1 x 106 Zellen wurden in 10 cm-Zellkulturschalen ausgesät und über Nacht anwach-
sen gelassen. Danach wurden die Zellen mit 10 µM BrdU (Sigma) im Medium für
eine Stunde kultiviert, 2x mit eiskaltem PBS gewaschen, trypsiniert, in ein Eppendorf-
Reaktionsgefäß überführt und über Nacht in 70% Ethanol bei 4°C fixiert. Die
Antikörperfärbung und der -nachweis im FACS Gerät erfolgten nach dem Protokoll
des Herstellers (Becton Dickinson, Heidelberg).
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3.7. Immunhistologische Bestimmung der S-Phase-Zellen
Zur Bestimmung der S-Phase-Population wurden die Zellen in einer Dichte von
2.000 Zellen/cm2 auf Objektträgern ausplattiert und 24 h anwachsen gelassen bzw.
vor dem Versuch in der G0-Phase synchronisiert. Danach wurden die Zellen 1-2 h
mit Medium kultiviert, welches 60µM BrdU (Sigma) und 10% FCS enthielt, so daß
die Zellen das BrdU einbauen konnten. Zur Fixierung wurden die Zellen mit PBS
gewaschen und 1 Stunde in 4% PFA pH 7,2 inkubiert. Anschließend wurden die
Zellen 2x mit PBS gewaschen, für 30 min bei 65°C in PBS inkubiert, 5 min bei RT
mit PBS gewaschen, 10 min mit 0,3% H2O2/Methanol inkubiert und wiederum
5 min bei RT mit PBS gewaschen. Zum Öffnen der Zellen erfolgte eine Inkubation
für 5 min in 0,1% Trypsin/PBS mit anschließendem Abstoppen des Verdaus
durch 0,1µg/ml Trypsin-Inhibitor (Sigma) und 5 min Waschen mit PBS bei RT. Zur
Freilegung des Epitops wurden die Zellen für 20 min in 2N HCl/PBS inkubiert und
danach 5 min mit PBS gewaschen. Die so aufgeschlossenen Zellen wurden zur Ab-
sättigung der unspezifischen Bindungsstellen für 30 min mit Pferdeserum geblockt
und über Nacht bei 4°C mit dem Primärantikörper (BrdU, 1:200; Calbiochem)
inkubiert. Danach wurden die Zellen 5 min mit PBS bei RT gewaschen und 30 min
mit dem Sekundärantikörper (Anti-Maus) inkubiert. Die Färbereaktion mit dem ABC-
Reagenz erfolgte nach den Angaben des Herstellers (ABC-Universal, Vector). Die
so hergestellten Präparate konnten bei Bedarf mit Eosin gegengefärbt werden. Die




Gegenstand der vorliegenden Arbeit ist die Analyse der Funktion von JunB in der
Proliferation und bei der Regulation des Zellzyklus. Zur Untersuchung dieser
zellautonomen Prozesse sind Fibroblasten analysiert worden, die kein funktionell
aktives JunB-Protein mehr besitzen. Solche primären Fibroblasten sind von Andrea
Kolbus und mir aus Tag 9.5 p.c. Wildtyp und JunB-defizienten Embryonen isoliert
und zu Zellinien (Wildtyp; junB-/- ) etabliert worden (Abb. 4).
4.1.  junB-/--Fibroblasten zeigen eine normale Proliferation
Die Untersuchung der Proliferationsrate von JunB-defizienten Fibroblasten war na-
heliegend, da JunB hemmend auf c-Jun wirken kann und c-Jun-defiziente Fibroblasten
einen Proliferationsdefekt aufweisen (Schreiber et al., 1999).
Aufgrund der gestörten Plazentaentwicklung sind die JunB-defizienten Embryonen
am Tag  9.5 p.c. der Embryonalentwicklung sehr klein. Die geringe Anzahl von 7,6 x
104 Fibroblasten nach der Isolierung reicht aber dennoch aus, sie zu kultivieren und
das Wachstumsverhalten der primären Zellen zu bestimmen. Dieses unterscheidet
sich bei  den junB-/--Fibroblasten nicht von dem der Wildtyp-Fibroblasten. JunB-
defiziente und Wildtyp-Fibroblasten wachsen gleich an, teilen sich gleich und ge-
hen mit zunehmender Kultivierungsdauer  (alle drei Tage 1:3; Todaro und Green,
1963) gleichzeitig in eine Wachstums-Krise, in der sie ähnlich lange verbleiben.
Die Zellen, die diese Krise überleben, wachsen anschließend unbegrenzt und sind
als immortal zu bezeichnen (Abb. 5A).
Abb. 4: Genotypisierung der verwendeten Zellinien.
(A) Die Genotypisierung der immortalen Zellinien erfolgte mittels PCR unter Verwendung
von spezifischen Oligonukleotiden (Schorpp-Kistner et al., 1999). (B) Dieses Ergebnis wur-
de durch eine Proteinanalyse verifiziert, bei der ein JunB Antikörper verwendet wurde, der
sowohl das Wildtyp als auch das JunB-Neo Fusionsprotein  (höheres Molekulargewicht),
das vom mutierten JunB Allel kodiert wird, erkennt.
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Die Proliferation der immortalen Fibroblasten wurde über die kumulative Zellzahl
bestimmt, die sich aus der experimentell bestimmten Zellzahl und dem Verdün-
nungsfaktor errechnet (Abb. 5B). Ähnlich den primären Fibroblasten zeigen auch
Abb. 5: JunB-defiziente Fibroblasten zeigen eine normale Proliferationsrate.
(A) Wachstumskurven von primären Wildtyp- und junB-/--Fibroblasten nach der Isolierung
aus E 9.5 p.c. Embryonen. (B) Das Proliferationsverhalten von zwei unabhängigen immortalen
junB-/--Zellinien ( ) unterscheidet sich nicht von dem jeweiligen korrespondierenden Wild-
typ (). 2 x 105 Zellen wurden ausplattiert,  regelmäßig  passagiert und gezählt. Die kumu-
lative Zellzahl wurde daraus berechnet und graphisch dargestellt
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die unsterblichen Zellinien keinen signifikanten Unterschied in der Proliferation.
Die Verdopplungszeit der JunB-defizienten Zellen beträgt 25 +/- 1 Stunde  und die
der Wildtyp-Fibroblasten  25 +/- 2 Stunden.
4.2. Verändertes Zellzyklusprofil in den JunB-defizienten
Fibroblasten
Eine wesentlich genauere Methode zur detaillierten Untersuchung des Pro-
liferationsverhaltens ist die Zellzyklus-Analyse mittels FACS („Fluorescence
activated cell sorter“). Durch FACS-Analysen ist es möglich die Verteilung der Zel-
len im Zellzyklus zu bestimmen. Dazu werden die Zellen in einem Puffer mit dem
DNA-interkalierenden Agenz Propidiumjodid, das nach Anregung mit einem Ar-
gon-Laser (488 nm) eine Fluoreszenz emittiert, aufgenommen und im FACS-Gerät
(Durchflußzytometer) untersucht. Der DNA-Gehalt der Zelle ist dabei proportio-
nal zum interkalierten  Propidiumjodid. Ein einfacher DNA-Gehalt ist charakteri-
stisch für die G1-Phase, ein doppelter für die G2/M-Phase und ein zwischen diesen
Phasen liegender für die S-Phase.
Eine Möglichkeit die Verteilung der Zellen im Zellzyklus zu bestimmen, ist die
Analyse von ständig proliferierenden, asynchron wachsenden Fibroblasten im FACS-
Gerät. Diese Methode hat allerdings den Nachteil, daß man nicht von einer ver-
gleichbaren Ausgangspopulation ausgehen kann, da einzelne Zellen sich in unter-
schiedlichen Phasen des Zellzyklus befinden und die Gesamtpopulation somit über
den ganzen Zellzyklus verteilt ist. Im Gegensatz dazu liefert die Synchronisierung
der Zellen in der G0-Phase durch einen Wachstumsfaktorentzug für 48 Stunden und
anschließende Restimulation mit Serum besser vergleichbare Ergebnisse, da bei
dieser Methode mit der gleichen Ausgangspopulation (G0) gestartet wird und die
Zellen parallel durch den Zellzyklus laufen.
Obwohl die Proliferationsraten von primären und immortalen  junB-/--Fibroblasten
keinen Unterschied zum jeweiligen Wildtyp aufweisen, ergeben sich bei der FACS-
Analyse im Vergleich zum Wildtyp sowohl bei den asynchron wachsenden als auch
bei den synchronisierten  junB-/--Zellen deutliche Veränderungen im Zellzyklus-
verlauf (Abb. 6). Die Anzahl der Zellen mit einem für die S-Phase typischen DNA-
Gehalt ist signifikant vergrößert (Wildtyp: 6,2%;  junB-/-: 21,2%), während die G1-
und auch die G2/M-Populationen verringert sind.
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Abb. 6: Verändertes Zellzyklusprofil in den junB-/--Fibroblasten.
Analyse der Zellzyklusverteilung in asynchron wachsenden und synchronisierten primären
(A; MEF) bzw. immortalen (B; 3T3) Wildtyp- und junB-/--Fibroblasten. Zur Synchronisie-
rung in der G0-Phase wurden die Zellen 48 Stunden in 0,5%-serumhaltigem Medium gehun-
gert und anschließend mit 20%-serumhaltigem Medium zum synchronen Zellzyklusdurchlauf
stimuliert. Nach 34 Stunden wurden die Zellen ebenso wie asynchron wachsende trypsiniert,
Ethanol fixiert, mit Propidiumjodid gefärbt und zur Bestimmung des DNA-Gehalts im FACS-
Gerät analysiert. Die Zellzahl ist gegen den DNA-Gehalt aufgetragen.
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Da die Zellen in der S-Phase ihre DNA replizieren, wurde untersucht, ob die JunB-
defizienten Fibroblasten aufgrund der vergrößerten S-Phase-Population eine ver-
mehrte DNA-Synthese aufweisen.  Dazu wurden asynchron wachsende Wildtyp- und
junB-/--Fibroblasten eine Stunde mit dem Basenanalogon Bromodeoxyuridin (BrdU)
inkubiert. Das BrdU wird von den Zellen nur während der DNA-Replikation, d.h.
während der S-Phase, in die neu-synthetisierte DNA eingebaut und kann anschlie-
ßend mit Hilfe eines spezifischen Antikörpers auf Einzelzellebene nachgewiesen
werden.
Werden vergleichbare Zellzahlen von Wildtyp und JunB-defizienten Fibroblasten
untersucht (Abb. 7,  Kontrolle), so sind bei den junB-/--Zellen deutlich mehr BrdU-
positive, gefärbte  Zellen detektierbar (Abb. 7, α-BrdU). Dieses Ergebnis zeigt, daß
die S-Phase-Population in den JunB-defizienten Fibroblasten signifikant vergrö-
ßert ist und bestätigt den Befund aus der FACS Analyse.
Um die Effizienz des G1/S-Übergangs in Wildtyp und JunB-defizienten Fibroblasten
zu überprüfen, wurden die Zellen beim G0-Phase-synchronisierten Zellzyklus-
Durchlauf an charakteristischen Zeitpunkten jeweils für eine Stunde mit BrdU
inkubiert. Diese Zeitpunkte wurden anhand von FACS-Analysen so gewählt, daß der
Abb. 7: In Abwesenheit von JunB sind mehr Zellen in der S-Phase.
Asynchron wachsende Zellen wurden für eine Stunde mit 60 µM BrdU inkubiert, mit
Paraformaldehyd fixiert und mit Hilfe eines BrdU-Antikörpers immunhistochemisch unter-
sucht. Als Kontrolle sind parallel  für eine vergleichbare untersuchte Zellzahl  die angefärbten
Fibroblasten in einer höheren Auflösung dargestellt.
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Übergang von der G1- in die S-Phase genau ermittelt werden konnte. Die Anzahl der
Zellen, die sich zu den verschiedenen Zeitpunkten in der S-Phase befanden, wurde
prozentual im Verhältnis zur Gesamtzellzahl errechnet (Abb. 8).
Die junB-/--Fibroblasten treten bereits 14 Stunden nach Serumstimulation in die
S-Phase ein während der Wildtyp erst nach 16 Stunden in die S-Phase übergeht.
Anhand dieser Ergebnisse scheinen die Zellen, bei denen JunB inaktiviert worden
ist, einen Defekt im Übergang von der G1- in die S-Phase zu besitzen, der sich in
einem früheren bzw. beschleunigten Eintritt der Zellen von G1 nach S äußert.
4.3. Verstärkte Aktivität von Zyklin D-abhängigen Kinase-
Komplexen in der G1-Phase
Zur detaillierten Untersuchung des beschleunigten  Übergangs von der G1- in die
S-Phase in den  junB-/--Zellen wurde die Kinase-Aktivität bzw. Expression der wich-
tigsten Zellzyklusregulatoren für die G1-Phase in G0-Phase-synchronisierten und
restimulierten Zellen im Zellzyklus-Ablauf bestimmt. Parallel dazu wurden FACS-
Analysen durchgeführt, die belegen, daß sich die Zellen zu diesen Zeitpunkten in
der späten G1- bzw. frühen S-Phase befanden (nicht gezeigt).
Abb. 8: JunB-defiziente Fibroblasten gehen früher in die S-Phase.
Wildtyp- und junB-/--Fibroblasten wurden durch einen 48-stündigen Wachstumsfaktorentzug
in der G0-Phase arretiert und anschließend mit 20%-serumhaltigem Medium restimuliert.
Zu jedem dargestellten Zeitpunkt nach Stimulation wurden die Zellen eine Stunde mit 60 µM
BrdU inkubiert, mit Paraformadehyd fixiert und einem BrdU-Antikörper immun-
histochemisch analysiert. Der prozentuale Anteil der BrdU-positiven Zellen zu den angege-
benen Zeitpunkten ist dargestellt.
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Die Aktivität der Zyklin D1- bzw. Zyklin E-assoziierten Kinase-Komplexe wurde
durch Immunpräzipitation und anschließender in vitro Inkubation mit einem spezi-
fischen Substrat und radioaktiv markiertem γ-ATP gemessen. Als Substrat wurde
das aufgereinigte bakterielle Fusionsprotein GST-Rb für die Zyklin D1-assoziier-
ten Kinasen (CDK4/CDK6) und Histon H1 für Zyklin E-assoziierte Kinasen (CDK2)
verwendet. Die Produkte dieses in vitro Kinase-Nachweises wurden mit Hilfe der
SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE) aufgetrennt. Die radioaktive Mar-
kierung der jeweiligen Substrate stellt dabei ein direktes Maß für die Aktivität der
Kinasen dar (Abb. 9).
In Wildtyp-Zellen kann 16 Stunden nach Serumstimulation eine signifikante Zunah-
me der Zyklin D1-assoziierten Kinase-Aktivität festgestellt werden, die nach
20 Stunden ihr Maximum erreicht. Im Gegensatz dazu ist in den JunB-defizienten
Zellen die Aktivität der Zyklin D1-assoziierten Kinasen bereits 12 Stunden nach
Serumstimulation deutlich erhöht und das Maximum der Kinase-Aktivität verteilt
sich auf einen zeitlichen Bereich von 16 bis 20 Stunden nach Stimulation der Zellen.
Die Analyse der Aktivität der Zyklin E-assoziierten Kinase-Komplexe ergibt eben-
falls signifikante Unterschiede. Zu frühen Zeitpunkten nach der Serumstimulation
ist diese Aktivität in den JunB-defizienten Fibroblasten etwas erhöht im Vergleich
zum Wildtyp, während die Hauptaktivität des Komplexes in beiden Genotypen erst
16 Stunden nach Serumstimulation deutlich sichtbar wird. Im Gegensatz zum Wild-
typ gibt es in den JunB-defizienten Fibroblasten kein deutliches Maximum bei
20 Stunden, die höchste Aktivität des Kinase-Komplexes ist vielmehr auf den zeit-
lichen Bereich von 20 bis 24 Stunden verteilt.
Abb. 9:  Deregulierte Zyklin D1-CDK4/CDK6 Aktivität in Abwesenheit von JunB.
Induktion der Zyklin D1-CDK4/CDK6 und Zyklin E-CDK2 Kinase-Aktivität in G0-syn-
chronisierten und restimulierten Wildtyp- bzw. junB-/--Fibroblasten. Anti-Zyklin D1- bzw.
Anti-Zyklin E-Immunpräzipitate wurden zu den angegebenen Zeitpunkten aus Gesamt-




Um zu überprüfen, ob die gezeigten Kinase-Aktivitäten auf einer veränderten Ex-
pression der einzelnen Zykline oder Kinasen beruhen, wurden die Proteinmengen
der wichtigsten G1-Phase Regulatoren auch im Western-Blot bestimmt (Abb.10).
Die Expression von Zyklin D1 ist in Abwesenheit von JunB bereits 6 Stunden nach
Serumstimulation deutlich erhöht während die Expression im Wildtyp erst nach
16 Stunden induziert wird. Eine Analyse der Expressionsmengen von Zyklin E er-
gibt nur eine leichte Erhöhung in den junB-/--Zellen.
Die Proteinmengen aller untersuchten Kinasen (CDK2, CDK4 und CDK6) war in
beiden Genotypen (Wildtyp und  junB-/-) gleich und unterlagen wie erwartet keinen
Schwankungen während des Zellzyklus.
4.4. Die Transkript- und Proteinmenge des Zellzyklus-Inhibitors
p16Ink4a ist in Abwesenheit von JunB reduziert
Neben den bereits untersuchten Zyklinen und ihren spezifischen Kinasen ist die
Regulation des G1/S-Übergangs zusätzlich von den sogenannten CDK Inhibitoren
(CKI) abhängig. Die für den G1/S-Übergang entscheidenden CKIs sind p16Ink4a, das
spezifisch CDK4 und CDK6 inhibiert (Serrano, 1997), und p21Cip1 bzw. p27Kip1, die
die Aktivität von Zyklin D- , Zyklin E- und Zyklin A-abhängigen Kinase-Komplexen
beeinflussen (Gu et al., 1993; Harper et al., 1993). Die Mitglieder der Cip/Kip
Abb. 10: Verfrühte Expression von Zyklin D1 in den junB-/--Zellen.
Die Menge der  angezeigten G1-Phase-Proteine in Wildtyp- bzw. junB-/--Fibroblasten wur-
de mittels Western-Blot zu den angegebenen Zeitpunkten nach G0-Synchronisation und
Restimulation (mit 20% FCS) untersucht. Als Vergleich für Qualität und Quantität der Protein-
extrakte diente ein Western-Blot für β-Actin.
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Familie sind dabei sowohl negative als auch positive Regulatoren. Sie hemmen
Zyklin E- und Zyklin A-Kinase-Komplexe, während sie Zyklin D-Kinase-Komple-
xe aktivieren können (Sherr und Roberts 1999).
Die Expression dieser drei CKIs wurde ebenfalls zu verschiedenen Zeitpunkten im
Zellzyklus-Ablauf untersucht (Abb. 11A). Während die Menge an p27Kip1 nicht un-
terschiedlich ist, sind die Proteinmengen von p21Cip1 in den junB-/--Fibroblasten
deutlich bzw. von p16Ink4a drastisch reduziert (Abb. 11B). Der dramatische Unter-
schied in der Expression von p16Ink4a läßt sich auch auf RNA-Ebene in einer RT-
PCR Analyse mit p16Ink4a-spezifischen Oligonukeotiden bestätigen. Für zwei unab-
hängige Fibroblasten-Zellinien konnte demonstriert werden, daß die Transkription
von p16Ink4a signifikant reduziert ist.
Abb. 11: Reduzierte Mengen an p16Ink4a und p21Cip1 in Abwesenheit von JunB.
(A) In Zellextrakten von G0-synchronisierten und restimulierten (mit 20% FCS) murinen
Fibroblasten wurde die Expression der zyklinabhängigen Kinase-Inhibitoren (CKI)  p16Ink4a,
p21Cip1 und p27Kip1 mittels Western-Blot im Vergleich zur β-Actin Kontrolle bestimmt. (B)
Analyse der p16Ink4a RNA-Menge in asynchron wachsenden Wildtyp- und zwei unabhängi-
gen junB-/--Zellinien durch RT-PCR mit spezifischen Oligonukleotiden für p16Ink4a und
β-Tubulin als internen Standard (H2O: Leerkontrolle).
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4.5. Reduzierte Expression von p53 und veränderte Aktivierungs-
kinetik von c-Jun in den JunB-defizienten Fibroblasten
Die Transkription des p21Cip1 Gens wird von dem Protein des Tumorsuppressorgens
p53 reguliert (Levine, 1997). Die Analyse von G0-Phase-synchronisierten und
restimulierten Zellen ergab eine Reduktion der p53-Expression in den JunB-
defizienten Zellen, die letztlich wahrscheinlich die beobachtete Reduktion der p21Cip1
Expression zur Folge hat (Abb. 12A).
Da die Regulation von p53 unter anderem durch das AP-1 Protein c-Jun gesteuert
wird (Schreiber et al., 1999) und JunB die c-Jun-abhängige AP-1 Aktivität inhibiert
(Chiu et al., 1989; Deng et al., 1993), wurde die Expression von c-Jun im
Zellzyklusverlauf von ebenfalls G0-Phase-synchronisierten und restimulierten Zel-
len untersucht (Abb. 12B). Die Expression von c-Jun ist in Abwesenheit von JunB
Abb. 12: Reduzierte Expression von p53 und veränderte Aktivierungskinetik von
c-Jun in den JunB-defizienten Fibroblasten. (A) p53-Expression in G0-synchronisier-
ten und restimulierten (20%) Fibroblasten im Vergleich zur β-Actin Kontrolle. (B-C) Induk-
tion von c-Jun durch Serumstimulation in synchronisierten Zellen (B) bzw. von c-jun-Tran-
skripten durch 100 ng/ml TPA in serumgehungerten Zellen (C) bestimmt durch Western-
oder Northern-Blot Analyse. β-Actin bzw. GAPDH  dienten als interne Kontrolle für Qua-
lität und Quantität der Proteinextrakte bzw. der verwendeten Gesamt-RNA.
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erhöht und im Vergleich zu der transienten Expression im Wildtyp zeitlich verlän-
gert. Ein vergleichbares Ergebnis erhält man auch in einer Northern-Blot Analyse
nach der Stimulation von serumgehungerten Fibroblasten mit einem starken Induk-
tor (Karin und Smeal, 1992), dem Phorbolester TPA (Abb.12C). Die transkriptionelle
Aktivierung von c-Jun ist in den junB-/--Fibroblasten signifikant erhöht und zeitlich
um 12 Stunden verlängert, so daß sie nicht mehr der Kinetik eines „immediate early“
Gens entspricht.
Zusammengefaßt führt der Verlust von JunB zu einer verlängerten Expression von
c-Jun, zu einer Reduktion von p16Ink4a, p53 und p21Cip1 und dadurch zu einer ver-
stärkten Aktivität von Zyklin D1-Kinase-Komplexen. Als direkte Konsequenz ge-
hen die JunB-defizienten Fibroblasten schneller von der G1- in die S-Phase.
4.6. Verlangsamtes Durchlaufen der S/G2/M-Phasen in den junB-/--
Fibroblasten
Die junB-/--Zellen weisen trotz ihrer erhöhten Zyklin D1-CDK4/CDK6-Aktivität
und des beschleunigten G1/S-Übergangs keine gesteigerte Proliferationsrate auf
wie dies für Zyklin D1 überexprimierende Zellen beobachtet wurde (Quelle et al.,
1993). Dieses Paradoxon könnte nur dadurch erklärt werden, daß der Verlust von
JunB zu einem späteren Zeitpunkt kritisch für den Ablauf des Zellzyklus ist und daß
der beschleunigte G1/S-Übergang durch eine Verlangsamung des Zellzyklus kom-
pensiert wird. Zur Überprüfung dieser Hypothese wurden die späten Phasen des
Zellzyklus zunächst mit Hilfe der FACS-Methode im Detail untersucht.
Bei dem ersten experimentellen Ansatz wurden asynchron wachsende Zellen zur
Markierung der S-Phase Population eine Stunde mit BrdU inkubiert. Die Zellen
wurden anschließend in einem FACS-Gerät mit der Hilfe eines Fluoreszenz-gekop-
pelten, spezifischen Antikörpers gegen BrdU und einer Propidiumjodid-Färbung
analysiert. Die S-Phase- bzw. BrdU-positiven-Zellen lassen sich dabei anhand ihres
DNA-Gehalts beim Durchlaufen des Zellzyklus verfolgen (Abb. 13). In den JunB-
defizienten Fibroblasten sind sechs Stunden nach der BrdU-Inkubation immer noch
deutlich mehr Zellen in der S-Phase (68%) und weniger in der G2/M-Phase (21%)
als im vergleichbaren Wildtyp (S-Phase: 52%; G2/M-Phase: 33%). Da bei diesem
Ansatz asynchron wachsende Zellen verwendet wurden, können die späten Phasen
des Zellzyklus nicht unabhängig von den frühen betrachtet werden. So führt der be-
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schleunigte Eintritt der junB-/--Fibroblasten in die S-Phase zu einer unterschiedli-
chen Ausgangssituation im Vergleich zum Wildtyp. Das Ergebnis deutet aber darauf
hin, daß bei Abwesenheit von JunB in den Fibroblasten ein Defekt im späten
Zellzyklus-Ablauf vorhanden ist.
Eine besser geeignete Methode zur Analyse des Zellzyklus-Ablauf in den späten
Phasen ist die Synchronisierung der Zellen in der S-Phase durch einen doppelten
Thymidin-Block mit anschließender Restimulation, so daß für alle Zellen die glei-
che Ausgangssituation gilt. Der doppelte Thymidin-Block basiert auf einem Über-
schuß von zugegebenem Thymidin, das über eine Rückkopplungshemmung der
Nukleotidsynthese wirkt (Thomas und Lingwood, 1975; Abb. 14).
Abb. 13: Analyse des Zellzyklusdurchlaufs mittels BrdU-Markierung.
Zur Analyse des Zellzyklusdurchlaufs wurden die Fibroblasten für eine Stunde mit 10 µM
BrdU inkubiert, zu den angezeigten Zeitpunkten nach der Inkubation trypsiniert und Ethanol
fixiert. Die fixierten Zellen wurden anschließend im FACS-Gerät mit Hilfe eines Fluores-
zenz-gekoppelten BrdU-Antikörpers und Propidiumjodid analysiert. Der Anteil der BrdU-
positiven Zellen zu den untersuchten Zeitpunkten in der S- bzw. den G2/M Phasen ist darge-
stellt.
Abb. 14: Analyse des Zellzyklusdurchlaufs in S-Phase synchronisierten Fibro-
blasten. Die Synchronisierung der Fibroblasten wurde durch einen doppelten Thymidin-
Block mit 2 mM Thymidin erreicht. Nach der Restimulation mit 10%-serumhaltigem Medi-
um wurden die Zellen zu den angegebenen Zeitpunkten trypsiniert, Ethanol fixiert, mit
Propidiumjodid gefärbt und anschließend im FACS-Gerät auf ihren DNA-Gehalt unter-
sucht. Der prozentuale Anteil der Zellen mit einem DNA-Gehalt charakteristisch für die S-
bzw. die G2/M-Phasen ist dargestellt.
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Das Ergebnis dieses Versuchs macht deutlich, daß der Übergang von der S- in die
G2/M Phasen in Abwesenheit von JunB verzögert ist. Vier Stunden nach der
Restimulation verbleiben signifikant mehr junB-/--Zellen in der S-Phase (91%) als
beim vergleichbaren Wildtyp (86%). Dieser Unterschied ist sechs Stunden nach
der Restimulation noch signifikanter, da im Vergleich zu 77% Wildtyp-Fibroblasten
immer noch 85% der junB-/--Fibroblasten in der S-Phase verblieben sind.
4.7. Reduzierte Aktivität von Zyklin A- und Zyklin B-abhängigen
Kinase-Komplexen in den S/G2/M-Phasen
Die Durchwanderung des Zellzyklus von der S- in die G2-Phase und weiter in die
Mitose wird hauptsächlich durch die Aktivität der Zyklin A-CDK2 und Zyklin B-
CDC2 Kinase-Komplexe reguliert (Desdouets et al., 1995b; Furuno et al., 1999).
Dabei ist Zyklin A-CDK2 ein entscheidender Faktor für die DNA-Synthese und den
Eintritt der Zellen in die Mitose während Zyklin B-CDC2 für den Ablauf der Mito-
se, besonders die Auflösung der Kernmembran und den Aufbau der Mitosespindel,
wichtig ist (Furuno et al., 1999).
Die Aktivität der Zyklin A- bzw. Zyklin B-assoziierten Kinase-Komplexe wurde
in G0-Phase-synchronisierten und restimulierten Zellen zu bestimmten Zeitpunk-
ten im Zellzyklus-Ablauf bestimmt. Die in vitro Phosphorylierung des Substrates
Histon H1 in Gegenwart von radioaktiv markiertem γ-ATP nach einer Immun-
präzipitation stellt dabei ein direktes Maß für die Aktivität der Komplexe dar und
kann mit Hilfe der SDS-PAGE bestimmt werden (Abb. 15).
Abb. 15: Reduzierte Zyklin A-CDK2- und Zyklin B-CDC2-Aktivität in Abwesen-
heit von JunB.
Induktion der Zyklin A-CDK2 und Zyklin B-CDC2 Kinase-Aktivität in G0-synchronisierten
und restimulierten Wildtyp- bzw. junB-/--Fibroblasten. Anti-Zyklin A- bzw. Anti-Zyklin B-
Immunpräzipitate wurden zu den angegebenen Zeitpunkten aus Gesamtzellextrakten iso-
liert und auf  ihre Histon H1 Phosphorylierungsaktivität überprüft.
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In Wildtyp-Zellen kann 18 Stunden nach Serumstimulation eine Zunahme der Akti-
vität der Zyklin A-assoziierten Kinasen festgestellt werden, die nach 24 Stunden
maximal ist. Im Gegensatz dazu ist in den JunB-defizienten Zellen die Zyklin A-
assoziierte Kinase-Aktivität sechs bzw. 12 Stunden nach Serumstimulation leicht
erhöht, während eine deutliche Induktion erst nach 24 Stunden erreicht wird und die
maximale Aktivität im Vergleich zum Wildtyp deutlich reduziert ist.
Die Analyse von Zyklin B-assoziierten Kinase-Komplexen ergibt ebenfalls drasti-
sche Unterschiede. Die maximale Aktivität des Komplexes ist in Wildtyp-Zellen
bereits 24 Stunden nach Serumstimulation nachweisbar, während die junB-/--Zellen
nur eine geringe basale Aktivität mit einem kaum nachweisbaren Maximum bei
34 Stunden aufweisen.
Die Expression der einzelnen Zykline und Kinasen wurde mit Hilfe der Western-
Blot-Methode untersucht (Abb. 16A). In Abwesenheit von JunB ist die Expression
von Zyklin A im Vergleich zum Wildtyp zu späten Zeitpunkten verschoben und re-
duziert.
Abb. 16: Deregulierte Expression von Zyklin A in den junB-/--Fibroblasten
(A) Die Menge der angezeigten Zellzyklus Proteine in den Fibroblasten wurde mittles We-
stern-Blot zu den angegebenen Zeitpunkten nach G0-Synchronistion und Restimulation (20%
FCS) im Vergleich zur β-Actin Kontrolle untersucht. (B) Gesamt-RNA aus Wildtyp- und
junB-/--Zellen wurde zu den angegebenen Zeitpunkten aus serumgehungerten Fibroblasten
isoliert, die mit 100 ng/ml TPA stimuliert wurden. Die Zyklin A-Expression wurde mittels
Northern-Blot bestimmt, GAPDH diente als interner Standard.
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Die Expression von Zyklin B ist ebenfalls etwas reduziert, während die Mengen an
CDK2 (Abb. 10) und CDC2 im Vergleich zum Wildtyp nicht verändert sind. Paral-
lele FACS-Analysen belegen, daß sich die Zellen zu den angegeben Zeitpunkten in
der S- bzw. G2/M-Phase des Zellzyklus befanden (nicht gezeigt).
Die Northern-Blot Analyse von serumgehungerten und anschließend mit dem
Phorbolester TPA stimulierten Zellen macht deutlich, daß JunB an der trans-
kriptionellen Regulation von Zyklin A beteiligt ist (Abb. 16B). So ist die maximale
transkriptionelle Aktivierung von Zyklin A in den JunB-defizienten Fibroblasten
gegenüber dem Wildtyp signifikant reduziert.
4.8. JunB verstärkt die Transkription am Zyklin A-Promotor
Zur genauen Untersuchung der Regulation von Zyklin A wurden Promotorstudien
durchgeführt. Dabei wurde die gut charakterisierte menschliche Zyklin A Promotor-
sequenz ( Desdouets et al., 1995b) mit der bisher funktionell noch nicht genauer
untersuchten murinen (NCBI Datenbank: U57826) verglichen. Diese Gegenüber-
stellung ergab konservierte Erkennungssequenzen für  Transkriptionsfaktoren der
CREB, E2F und SP-1 Protein-Familien (Abb. 17).
Abb. 17: Schematische Darstellung des murinen und des menschlichen Zyklin A-
Promotors.
Konsensus Bindungsstellen für die Transkriptionsfaktoren der CREB, E2F und SP-1 Protein-
Familien und die Transkriptionsstartpunkte (groß: Haupt-; klein: Neben-) sind angegeben.
Die schwarzen Pfeilspitzen geben den Bereich an, der mit spezifischen Oligonukleotiden
amplifiziert und anschließend vor das Luziferase Reportergen kloniert wurde.
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Es ist seit längerem bekannt, daß AP-1-Proteine mit niedrigerer Affinität im Ver-
gleich zu der AP-1-Konsensussequenz (TRE) auch an eine Erkennungssequenz für
CREB/ATF-Proteine (CRE) binden können (Ryseck und Bravo, 1991; Karin und
Smeal, 1992).  Aufgrund dessen war es naheliegend zu untersuchen, ob JunB an die
Zyklin A CRE-Sequenz bindet und dadurch die Expression regulieren kann.
Dazu wurden zunächst in vitro Protein/DNA-Bindungsstudien (EMSA) mit der CRE-
Sequenz aus dem murinen Zyklin A-Promotor durchgeführt. Nach Verwendung von
Kernextrakten aus Wildtyp-Fibroblasten bildet sich ein Protein-Komplex an der
Zyklin A CRE-Sequenz aus, der sich wahrscheinlich hauptsächlich aus den CREB-
Proteinen zusammensetzt (Abb. 18A; Wildtyp, CRE). Interessanterweise konkur-
riert ein unmarkiertes Oligonukleotid, das eine AP-1-Konsensussequenz (TRE)
enthält, zumindest teilweise um diese Bindung, was darauf schließen läßt, daß auch
AP-1 in diesem Protein-Komplex vorhanden ist. Die dabei eingesetzte Menge an
Kompetitor  war ausreichend, um die Bindung von AP-1 an seine TRE-Konsensus-
sequenz komplett aufzuheben (Abb. 18A; Wildtyp, TRE).
Führt man das gleiche Experiment mit Kernextrakten von JunB-defizienten
Fibroblasten durch, so ist die Bindung von AP-1-Proteinen an die Zyklin A CRE-
Sequenz nicht mehr nachweisbar. Es bindet deutlich weniger Protein als im Wildtyp
an die Zyklin A CRE-Sequenz und diese gebundenen Proteine können nicht mit
einem unmarkiertem TRE- Oligonukleotid verdrängt werden (Abb. 18A; junB-/- CRE).
Als Kontrolle für die Qualität und die eingesetzte Menge an Kernextrakt wurden
parallel dazu EMSA Studien  mit einem OCT-Oligonukleotid durchgeführt, an das
der ubiquitär exprimierte Transkriptionsfaktor Oct bindet (Abb. 18A; OCT; Annweiler
et al., 1994).
Eine Beteiligung von c-Jun und JunB an dem Komplex, der an die Zyklin A CRE-
Sequenz bindet, wurde mit Hilfe von spezifischen Antikörpern gegen c-Jun und JunB
nachgewiesen. Die Zugabe von c-Jun- bzw. JunB-spezifischen Antikörpern vor der
Inkubation des Oligonukleotids zu den Kernextrakten hat einen zusätzlichen Anti-
körper-Protein/Oligonukleotid-Komplex zur Folge, der sich durch ein verändertes
Laufverhalten auszeichnet, und als sogenannter „supershift“ bezeichnet wird.
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An der Konsensus TRE-Sequenz ergeben sich mit diesem Verfahren starke zusätzli-
che Komplexe („supershifts“) für JunB und c-Jun (Abb. 18B; TRE). Parallel dazu
binden JunB und c-Jun ebenfalls an die Zyklin A CRE-Sequenz, allerdings sind die
zusätzlichen Komplexe („supershifts“) aufgrund der geringeren Affinität von AP-1-
Proteinen zur CRE-Sequenz schwächer (Abb. 18B; CRE).
Abb. 18: Die Bindung von AP-1 an den
Zyklin A Promotor ist JunB-abhängig.
Protein/DNA-Bindestudien wurden mit der AP-1-
Bindestelle des Kollagenase-Promotors, dem CRE-
Element des murinen Zyklin A-Promotors (CRE)
und als internen Standard mit der Octamer-Er-
kennungssequenz (OCT, große Pfeile) durchge-
führt. Kernextrakte aus exponentiell wachsenden
Wildtyp- und  junB-/--Fibroblasten wurden mit den markierten Proben wie oben angezeigt
inkubiert und anschließend mittels PAGE aufgetrennt. (A) Die Protein/DNA-Komplex-
bildung von Kernextrakten aus Wildtyp-Zellen am CRE kann durch Kompetition mit 0,4 pmol
unmarkiertem TRE partiell aufgehoben werden. Die gleiche Menge an TRE reicht aus, um
die AP-1-Bindung am TRE komplett zu verhindern. Kernextrakte aus junB-/--Zellen zeigen
eine verminderte Komplexbildung am CRE, die nicht mehr mit dem unmarkierten TRE
aufgehoben werden kann (CRE). AP-1 spezifische Komplexe sind durch kleine Pfeile ge-
kennzeichnet. (B) c-Jun und JunB sind Bestandteile des AP-1-Komplexes am CRE-Ele-
ment des Zyklin A-Promotors. Kernextrakte wurden mit Antikörpern gegen c-Jun und JunB
vorinkubiert. Die resultierenden zusätzlichen Protein/DNA/Antikörper-Komplexe
(„supershifts“) sind durch einen Pfeil markiert.
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Der funktionelle Beweis dafür, daß die Bindung von JunB und c-Jun einen Einfluß
auf die transkriptionelle Regulation von Zyklin A besitzen, sollte durch Ko-
expressionsanalysen von Zyklin A-Reporterkonstrukten mit junB und c-jun in
murinen F9 Teratokarzinomzellen erbracht werden. Diese F9-Zellen zeichnen sich
dadurch aus, daß sie eine niedrige endogene AP-1 Aktivität besitzen (Angel et al.,
1988a).
Mit Hilfe von spezifischen Oligonukleotiden wurde ein  900 kb großer Bereich des
murinen Zyklin A-Promotors amplifiziert (Abb. 17) und vor das Luziferase-Gen
gesetzt. Dieses Zyklin A-Luziferase-Reportergen wurde dann mit Expressions-
vektoren für c-jun und junB unter der Kontrolle des Rous-Sarkoma-Virus Promotors
(RSV) oder einem leeren Expressionsvektor (RSV-0) in F9 Zellen kotransfiziert,
um anschließend die Zyklin A-abhängige Luziferase-Aktivität zu bestimmen. Die
Luziferase-Aktivität wurde mit Hilfe eines nicht induzierbaren ebenfalls
kotransfizierten LacZ-Vektors als Transfektionskontrolle (LacZ Test) normalisiert
(Abb. 19).
Abb. 19: JunB aktiviert den Zyklin A Promotor.
F9 Zellen wurden transient mit Expressionsvektoren für c-jun, junB und einem Leervektor
unter der Kontrolle des RSV-Promotors (2,5µg) und dem Zyklin A-Luziferase-Konstrukt
(2,5µg) als sogenannter Reporter kotransfiziert. Das verkleinerte Schaubild zeigt die Ergeb-
nisse von Kontrolltransfektionen, bei der die Aktivität der Expressionsvektoren auf Reporter-
gene gemessen wurde,  die eine bzw. fünf TRE-Sequenzen in ihrem Promotor enthielten.




Parallel dazu wurden Kontrolltransfektionen mit Reportergenen durchgeführt, die
eine bzw. fünf TRE-Sequenzen in ihrem Promotor enthielten.  Die Expression des
Reportergens mit der singulären TRE-Sequenz wird durch c-Jun aktiviert, während
sie durch JunB gehemmt wird. Im Gegensatz dazu wirkt JunB als starker Trans-
aktivator auf das Reportergen mit multiplen TRE-Elementen. Auf die basale Ex-
pression des Zyklin A-Promotors haben JunB und c-Jun alleine keinen Einfluß.
Allerdings führt die Koexpression beider Proteine erstaunlicherweise zu einer vier-
fachen Transaktivierung.
Diese Ergebnisse machen deutlich, daß die Expression von Zyklin A direkt von
JunB moduliert werden kann. Ein Verlust von JunB führt zu einer reduzierten Akti-
vität von Zyklin A- und Zyklin B-Kinase Komplexen und zieht damit eine verlang-
samte Progression von der S-in die G2/M Phasen nach sich.
4.9. Die Überexpression von JunB führt zu einer verlangsamten
Proliferation und einem Anstieg der p16Ink4a-Expression
Zur Unterstützung der bisherigen Ergebnisse wurde der Einfluß der Überexpression
von JunB in Wildtyp-Fibroblasten der Maus untersucht. Dazu wurden diese
Fibroblasten mit einem Expressionsvektor für JunB, der unter der Kontrolle des
Ubiquitin C-Promotors steht (Schorpp et al.,1996), transfiziert und mittels
kotransfiziertem Selektionsmarker für Neomycin (14 Tage mit 0,8mg/ml G418)
auf einen stabilen Einbau selektioniert (von Dr. Bettina Hartenstein zur Verfügung
gestellt). Aus den individuellen Zellklonen wurde dann die genomische DNA iso-
liert und zur Genotypisierung mit Hilfe einer spezifischen PCR verwendet
(Abb. 20A). Positive stabile JunB-Zellinien wurden mit Hilfe einer Western-Blot
Analyse mit einem Antikörper gegen JunB auf die Expression von JunB überprüft.
Die Überexpression von JunB in den Wildtyp-Fibroblasten hat eine verlangsamte
Proliferation im Vergleich zu nicht transfizierten Wildtyp-Zellen zur Folge
(Abb. 20C). In den JunB-überexprimierenden Zellen ergeben dann auch FACS-Ana-
lysen eine vergrößerte G1-Population (ubi-junB 63,7%; Wildtyp: 56,9 %) und
Western-Blot Analysen eine deutlich erhöhte Expression von p16Ink4a (Abb. 20B).
Am S/G2/M Übergang sind allerdings keine Veränderungen zu erkennen.
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4.10. Ein posttranslationell aktivierbares JunB-ER-Protein
revertiert die Zellzyklus-Defekte in den JunB-defizienten
Fibroblasten
Die beobachteten Veränderungen im Zellzyklus könnten aufgrund eines primären
Defekts oder als Folge eines langanhaltenden Verlusts von JunB zustande kommen.
Das Wiedereinbringen eines posttranslationell aktivierbaren JunB-ER-Proteins sollte
primär verursachte Defekte wieder aufheben und zusätzlich könnte dadurch ausge-
schlossen werden, daß sekundäre Mutationen, die während des Immortalisierungs-
prozesses aufgetreten sein  könnten, ursächlich für die beschriebenen Zellzyklus-
defekte sind.
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Abb. 20.: Die Überexpression von JunB führt zu einem Anstieg der p16INK4a Ex-
pression und zu einer verlangsamten Proliferation.
(A) Genotypisierung der überexprimierenden Zellinien mittels PCR unter Verwendung von
spezifischen Oligonukleotiden für ubi-junB. (B) Die Menge der angegebenen Proteine
wurde durch die Western-Blot Analyse in Zellextrakten von asynchron wachsenden Wild-
typ- und JunB-überexprimierenden Zellen (1, 3) im Vergleich zur β-Actin Kontrolle unter-
sucht. (C)  Die überexprimierenden Zellinien (1:, 3:) proliferieren langsamer als der
vergleichbare Wildtyp (). Die Zellen wurden alle drei bzw. vier Tage passagiert und ge-
zählt. Die kumulative Zellzahl wurde daraus berechnet und graphisch dargestellt.
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Zur Herstellung eines solchen junB-ER-Expressionsvektors wurde die vollständi-
ge junB-cDNA mit der Östrogen-Rezeptor-Bindungsdomäne (ER) aus dem
pMV7 c-jun-ER-Vektor (Bossy-Wetzel et al., 1997) fusioniert und in einen
Expressionsvektor unter der Kontrolle des Ubiquitin C-Promotors (Ubi; Schorpp
et al., 1996) oder des Rous-Sarkoma-Virus-Promotors (RSV) eingesetzt. Die fu-
sionierte Östrogen-Rezeptor-Bindungsdomäne (ER) sorgt dafür, daß das exprimierte
JunB-ER-Protein in einem inaktiven Zustand vorliegt, da das Fusionsprotein mit
HSP90, HSP70 und anderen Chaperonen im Zytoplasma der Zelle komplexiert ist.
Erst die Bindung des spezifischen Liganden an die Östrogen-Rezeptor-Bindungs-
domäne (ER) induziert eine Konformationsänderung des Rezeptors, die zur Auflö-
sung des Fusionsprotein/Chaperon-Komplexes und damit zur Aktivierung
führt (Abb. 21). Im vorliegenden Fall wurde eine Punktmutante der ER-Sequenz
verwendet (ERTM), die zur Folge hat, daß nur die Zugabe des synthetischen Steroids
4-Hydroxy-Tamoxifen zur posttranslationellen Aktivierung des Fusionsproteins führt
ohne daß das synthetische Steroid unerwünschte Nebeneffekte induziert (Mahfoudi
et al., 1995).
Die induzierbare Aktivität des Fusionsproteins wurde mittels Koexpressions-Ex-
perimenten in F9 Zellen überprüft, in denen die Expression eines Chloramphenicol-
Transferase (CAT) Reportergens unter der Kontrolle eines artifiziellen Promotors
mit einer bzw. fünf AP-1-Erkennungssequenzen (TRE) steht. 4-Hydroxy-Tamoxifen
alleine hat bei der verwendeten Konzentration keinen Einfluß auf die Aktivierung
der TRE-CAT Reportergene (Daten nicht gezeigt). In Abwesenheit von Hormon
entwickelt das inaktive JunB-ERTM-Protein unter der Kontrolle des RSV-Promotors
Abb. 21: Schematische Darstellung der Primärstruktur und des Funktionsprinzips
des JunB-ERTM Fusionsproteins.
(A) Die vollständige JunB-cDNA wurde vor die mutierte Ligandenbindungsdomäne des
Östrogenrezeptors (ERTM) kloniert. (B) Nach Zugabe von 4-Hydroxy-Tamoxifen verändert
das Fusionsprotein seine Konformation und geht in einen aktiven Zustand über.
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eine basale Transaktivierung auf das CAT-Reportergen mit multiplen TRE-Elemen-
ten,  während dies bei Verwendung des ubi-junB-ERTM-Konstrukts deutlich gerin-
ger ist. Eine spezifische Aktivierung des JunB-ERTM-Proteins sowohl unter der Kon-
trolle des RSV-Promotors als auch unter der Kontrolle des Ubiquitin C-Promotors
führt nach der Induzierung mit 100 nM 4-Hydroxy-Tamoxifen zu einer vergleichba-
ren Transaktivierung des 5 x TRE-CAT-Reportergens (Abb. 22).  Die Transaktivierung
ist dabei ähnlich wie nach Verwendung des konstitutiv aktiven RSV-junB-Vektors.
Das JunB-ERTM Fusionsprotein unter der Kontrolle des Ubiquitin C-Promotors be-
sitzt eine wesentlich geringe Hintergrundaktivität, ermöglicht nach Behandlung mit
Hormon die volle Induzierbarkeit und verhält sich bei der Transaktivierungsanalyse
wie RSV-junB-ERTM (nicht gezeigt). Daher wurde ubi-junB-ERTM für die weitere
Analyse der JunB-abhängigen Veränderungen im Zellzyklus verwendet. JunB-
defiziente Fibroblasten wurden mit dem ubi-junB-ERTM-Expressionsvektor
transfiziert und mittels kotransfiziertem Selektionsmarker für Hygromycin B
(14 Tage 50-100 µg/ml) auf einen stabilen Einbau selektioniert. Aus individuellen
Abb. 22: Das JunB-ERTM-Fusionsprotein ist durch 4-Hydroxy-Tamoxifen
induzierbar und aktiviert den Reporter mit multiplen TRE-Elementen.
F9 Zellen wurden transient mit Expressionsvektoren für c-jun, junB, junB-ERTM und einem
Leervektor unter der Kontrolle des RSV-Promotors transfiziert (3µg). Als Reporter wurde
das CAT-Gen mit einer bzw. fünf TRE-Elementen im Promotor verwendet (3µg). Die Zel-
len wurden 16 Stunden mit (+) oder ohne (-) 4-Hydroxy-Tamoxifen kultiviert. Das Induktion
durch das aktive JunB-ERTM ist in der Abbildung rot dargestellt.
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Zellklonen wurde die genomische DNA isoliert und mit Hilfe einer spezifischen
PCR genotypisiert (Abb. 23). Positive stabile junB-/- / junB-ERTM-Zellinien, die das
junB-ERTM stabil integriert hatten, wurden auf die Expression des Fusionsproteins
JunB-ERTM mit Hilfe einer Immunpräzipitation und anschließender Western-Blot
Analyse überprüft. Für die weiteren Untersuchungen wurden die Klone mit der ge-
ringsten Hintergrundaktivität und solche die keine Abbauprodukte zeigten ausge-
wählt.
Die Zugabe von 4-Hydroxy-Tamoxifen zu Wildtyp und nicht transfizierten JunB-
defizienten Zellen hat keine Auswirkungen auf den Zellzyklus (nicht gezeigt). Die
Aktivierung des JunB-ERTM-Proteins durch 4-Hydroxy-Tamoxifen in den ausgewähl-
ten stabilen Zellinien dagegen führt fast zu einer vollständigen Revertierung der
oben beschriebenen Zellzyklus-Defekte (Abb. 24). Die S-Phase Population nimmt
nach der Aktivierung durch 4-Hydroxy-Tamoxifen von 19,7% auf 10,1% ab, wäh-
rend der G1-Anteil von 72,2% auf 75% und der G2/M-Anteil von 8,1% auf 14,9%
deutlich zunimmt. Die Wildtyp Verteilung wird jedoch nicht ganz erreicht (Abb.
24A).
Abb. 23: Überprüfung der JunB-ERTM Zellinien.
(A) Genotypisierung der junB-ERTM-Zellinien durch eine PCR mit spezifischen Oligo-
nukleotiden  für das fusionierte junB-ERTM. Als Positiv Kontrolle wurde parallel eine PCR
mit der junB-ERTM Plasmid-DNA durchgeführt. (B) Nachweis des Fusionsproteins durch
Immunpräzipitation mit einem Jun-Antikörper und anschließender Western-Blot Analyse
mit einem JunB-Antikörper. Als Positivkontrolle diente ein Extrakt aus F9-Zellen nach
transienter Transfektion mit ubi-junB-ERTM.
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Abb. 24: Revertierung der Zellzyklusdefekte durch JunB-ERTM.
(A) Analyse der Zellzyklusverteilung in asynchron wachsenden Wildtyp- und junB-/-/junB-
ERTM-Fibroblasten nach Kultivierung mit (+) oder ohne (-) 4-OH-Tamoxifen. Die Zellen
wurden trypsiniert, Ethanol fixiert, mit Propidiumjodid gefärbt und zur Bestimmung des DNA-
Gehalts im FACS-Gerät analysiert.(B) Die Proteinmenge an p16INK4a in asynchron wach-
senden Fibroblasten ohne oder in Gegenwart von 4-OH-Tamoxifen wurde mittels Western-
Blot im Vergleich zu einer β-Actin Kontrolle untersucht. (C-D) Induktionskinetik von Zyklin A
und Bestimmung der Zyklin A-CDK2-Aktivität in G0-synchronisierten und restimulierten
(20% FCS) junB-/-/junB-ERTM-Fibroblasten in An- bzw. Abwesenheit von 4-OH-Tamoxifen.
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Weiterhin wird die Expression von p16Ink4a nach der Aktivierung des JunB-ERTM-
Proteins größtenteils wiederhergestellt (Abb. 24B). Die Kinetik sowie der
Aktivierungsgrad von Zyklin A bzw. der Zyklin A-assozierten Kinase-Komplexe wird
ebenfalls nach der Aktivierung des JunB-ERTM-Proteins wieder rekonstituiert
(Abb. 24 C, D), so daß der verzögerte S/G2/M-Übergang normalisiert werden kann.
Die beschriebenen Zellzyklusdefekte sind also ausschließlich JunB-abhängig, da




Zahlreiche Studien haben sich in den letzten Jahren bemüht zu klären, wie Mitogene
wachstumsfördernd wirken, welche Signaltransduktionskaskaden involviert sind und
auf welchen molekularen Mechanismen das Ganze basiert. Allerdings ist immer
noch nicht genau geklärt, wie diese Mitogen-aktivierten Signaltransduktionskaskaden
den Ablauf des Zellzyklus regeln (Downward, 1997). Der Transkriptionsfaktor AP-1
ist ein entscheidender Endpunkt solcher Signalketten und stellt eine wichtige Ver-
bindung zwischen der mitogenen Signalübertragung und der Zellzyklusregulation
dar, wie kürzlich für die AP-1-Untereinheit c-Jun nachgewiesen werden konnte
(Schreiber et al., 1999; Wisdom et al., 1999).
In der vorliegenden Arbeit ist die Rolle von JunB in der Proliferation und der Regu-
lation des Zellzyklus unter Verwendung von junB-/--Fibroblasten untersucht wor-
den. Bisher sind, basierend auf in vitro Transfektionsstudien, kontroverse Rollen
für JunB beschrieben worden. Zum einen wurde eine hemmende Wirkung von JunB
auf die c-Jun-abhängige Transaktivierung von Promotoren mit einer singulären
AP-1-Erkennungssequenz gezeigt (Chiu et al., 1989; Deng et al., 1993), zum ande-
ren kann JunB-Promotoren mit multiplen AP-1-Erkennungssequenzen aktivieren
(Chiu et al., 1989).
Die Ergebnisse der vorgelegten Arbeit machen deutlich, daß JunB einen positiven
und negativen Einfluß auf den biologischen Prozeß der Zellzyklusregulation an zwei
unabhängigen Zeitpunkten besitzt. JunB-defiziente Fibroblasten weisen einen be-
schleunigten G1/ S-Übergang und einen verlangsamten Eintritt in die G2/M-Phasen
des Zellzyklus auf. Diese Zellzyklus-Defekte sind ausschließlich auf das Fehlen
von JunB zurückzuführen, da sie durch das Einbringen eines posttranslationell
aktivierbaren JunB-ERTM-Fusionsproteins aufgehoben werden. Damit stellt JunB
eine wichtige Verbindung zwischen den Mitogen-aktivierten Signaltransduktions-
kaskaden und der Zellzyklusregulation dar.
5.1. Die Rolle von JunB im G1/S-Übergang
Der beschleunigte Übergang von der G1- in die S-Phase in Abwesenheit von JunB
hat als Ursache eine veränderte Expression und Aktivität von wichtigen Zellzyklus-
regulatoren. Dabei scheint die verfrühte Expression und Aktivität von Zyklin D1 in
den junB-/--Zellen bei dem beschleunigten Eintritt in die S-Phase eine zentrale Rol-
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le einzunehmen. Mehrere Studien haben deutlich gemacht, daß Änderungen in der
Zyklin D1-Expression den Ablauf der G1-Phase des Zellzyklus beeinflussen. Mikro-
injektionsexperimente mit Antikörpern gegen Zyklin D1 oder mit „antisense“-cDNA
haben zu einer Blockierung des G1-Phase-Durchlaufs geführt (Baldin et al., 1993;
Tam et al., 1994), während auf der anderen Seite eine Überexpression von Zyklin
D1 die G1-Phase verkürzt (Quelle et al., 1993). Es kann allerdings nicht ausge-
schlossen werden, daß auch die Zykline D2 und D3 beteiligt sind, die ebenfalls in
der G1-Phase exprimiert werden. Anhand der bisher durchgeführten Studien ist
Zyklin D1 eine wichtige Verbindung zwischen extrazellulären Signalen wie zum
Beispiel Wachstumsfaktoren und dem Zellzyklus (Grana und Reddy, 1995; Sherr,
1996). Seine komplexe Regulation ist jedoch noch nicht bis ins Detail geklärt. So
kann Zyklin D1 durch c-Jun über die Ras-abhängige Signaltransduktionskaskade
aktiviert werden (Herber et al., 1994; Mechta et al., 1997; Albanese et al., 1995;
Wisdom et al., 1999; Frame und Balmain, 2000).
Die verfrühte Expression von Zyklin D1 in Abwesenheit von JunB kann einerseits
durch eine De-Reprimierung des Zyklin D1-Promotors erklärt werden, da kürzlich
mit Hilfe von transienten Transfektionen gezeigt wurde, daß JunB ein Repressor
von Zyklin D1 ist (Bakiri et al., 2000). Andererseits kann der Wegfall der negativen
Regulationsfunktion von JunB auf c-Jun, das als Aktivator von Zyklin D1 beschrie-
ben worden ist (Wisdom et al., 1999; Bakiri et al., 2000), zu der beobachteten
Zyklin D1-Deregulation beitragen.
Transiente Transfektionsstudien in Säugerzellen haben ergeben, daß JunB die c-Jun
abhängige Transaktivierung von künstlichen Promotoren hemmt, und damit die
c-Jun-abhängige AP-1-Aktivität negativ reguliert (Chiu et al., 1989; Deng et al.,
1993). Die Ursache für diese negative Regulation ist wahrscheinlich die bevorzug-
te Bildung von JunB/c-Jun-Heterodimeren, die mit einer wesentlich geringeren
Affinität an die AP-1-Erkennungssequenzen binden als zum Beispiel c-Jun/c-Jun-
Homodimere oder c-Jun/ATF-2 Heterodimere. Als Konsequenz davon kommt es
zu einer deutlich verringerten Transaktivierung der Zielgene. Da der c-Jun-Promo-
tor selbst zwei AP-1-Erkennungssequenzen enthält, die für eine autoregulative Tran-
skription von c-Jun sorgen (Angel et al., 1988b), könnte auch die Expression von
c-Jun direkt durch JunB negativ reguliert werden.
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Die Analyse der JunB-defizienten Fibroblasten als außerordentlich spezifisches Sy-
stem zur Funktionsanalyse von JunB ergibt zum ersten Mal eine Erklärung bzw.
Unterstützung der transienten Transfektionsdaten (Chiu et al., 1989; Deng et al.,
1993). In den junB-/--Zellen ist die postulierte negativ-regulierende Funktion von
JunB auf c-Jun aufgehoben, was besonders deutlich an der verlängerten und erhöh-
ten Expression von c-Jun nach Stimulation mit Wachstumsfaktoren (Serum) oder
dem Phorbolester TPA und der verfrühten Expression von Zyklin D1 zu sehen ist.
Zusätzlich zu dieser veränderten Transaktivierung verstärkt auch die erhöhte Ex-
pression von c-Jun selbst die Transkription von Zyklin D1.
Eine weitere direkte Folge der aufgehobenen negativen Regulation von JunB auf
c-Jun ist die reduzierte Expression des c-Jun-Zielgens p53 (Schreiber et al., 1999;
Shaulian et al., 2000) in Abwesenheit von JunB. So führt der Wegfall von JunB über
die verlängerte und erhöhte Expression von c-Jun zu einer Reduktion der p53-Ex-
pression und als Folge daraus zu einer verringerten Expression des p53-Zielgens
p21Cip1. Es ist seit einiger Zeit bekannt, daß eine wesentliche Funktion von p53 am
G1/S-Übergang in der Regulation des Zellzyklus-Inhibitors p21Cip1 liegt (Levine,
1997). Hier hemmt p21Cip1 effektiv die Zyklin-abhängigen Kinasen CDK2, CDK3,
CDK4 und CDK6, während es die übrigen CDKs nur sehr ineffizient beeinflußt
(Gartel und Tyner, 1999). Die deutliche Reduzierung der p21Cip1-Expression in den
JunB-defizienten Fibroblasten trägt wahrscheinlich zusätzlich zu der erhöhten
Zyklin D1-CDK4/CDK6-Aktivität bei.
Einen wesentlich größeren Einfluß auf die Zyklin D1-CDK4/CDK6-Aktivität hat
allerdings der  spezifische Inhibitor p16Ink4a (Serrano, 1997). Im Gegensatz zu der
indirekten Regulation von p21Cip1 stellt der Inhibitor p16Ink4a ein direktes trans-
kriptionelles Zielgen von JunB dar (Passegue und Wagner, 2000). Der Promotor
von p16Ink4a weist fünf mögliche Bindungssequenzen für AP-1 auf, wobei JunB an
drei dieser fünf Sequenzen in vitro binden kann (Passegue und Wagner, 2000). Die
Ergebnisse des komplementären experimentellen Ansatzes der vorliegenden Ar-
beit sind in guter Übereinstimmung mit diesen Daten, denn der Verlust von JunB
führt zu einer stark reduzierten Expression von p16Ink4a. Als Folge davon wird die
inhibitorische Wirkung von p16Ink4a auf die Zyklin D1-CKD4/CDK6-Kinase-Kom-
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plexe vermindert. Das Zusammenwirken der reduzierten Menge an Zyklin-abhängi-
gen Kinase-Inhibitoren und der verstärkten transkriptionellen Aktivierung von
Zyklin D1 führt schließlich zu einer gesteigerten Zyklin D1-Kinase-Aktivität .
Diese Aktivierung des Zyklin D1-Kinase-Komplexes wird als Startsignal für die
Zellzyklus-Progression gesehen, da eine Überexpression von Zyklin D1 zu einem
beschleunigten Durchlaufen der G1-Phase führt (Quelle et al., 1993). In Überein-
stimmung mit veröffentlichten Daten, die beschreiben, daß diese Überexpression
von Zyklin D1 eine erhöhte Expression von Zyklin E zur Folge hat (Imoto et al.,
1997), ist die Expression von Zyklin E in den junB-/--Zellen leicht erhöht. Dieses
Ergebnis unterstützt auch das Modell, daß Zyklin E abhängig von Zyklin D1 ist (Geng
et al., 1999). Allerdings ist die Zyklin E-Kinase-Aktivität in den JunB-defizienten
Fibroblasten nur marginal zu frühen Zeitpunkten des Zellzyklus erhöht, während
der Maximalwert nicht erreicht wird. Dies ist wahrscheinlich darin begründet, daß
die spezifischen Inhibitoren für den Zyklin E-Kinase-Komplex (p21Cip1, p27Kip1)
eine gesteigerte Aktivität verhindern. Zwar ist der Inhibitor p21Cip1 in Abwesenheit
von JunB reduziert, doch treten keine Veränderungen in der Expression von p27Kip1auf.
Die in dieser Arbeit vorgelegten Daten haben JunB als einen Repressor des
G1/S-Übergangs identifiziert. JunB kann als Modulator der c-Jun-Aktivierung, als
negativer Regulator von Zyklin D1 und als ein starker transkriptioneller Aktivator
des Zyklin-abhängigen Kinase-Inhibitors p16Ink4a in die Zellzykluskontrolle eingrei-
fen. Da p16Ink4a als Inhibitor fungiert, überwiegt insgesamt die negative Funktion
von JunB am G1/S-Übergang. Mit der Untersuchung der junB-/--Fibroblasten wurde
nachgewiesen, daß JunB in vivo gleichzeitig die Funktion eines Repressors und
eines starken transkriptionellen Aktivators ausübt, um einen koordinierten G1/S-
Übergang zu ermöglichen (Abb. 25).
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5.2. Die Rolle von JunB im S/G2/M-Übergang
Die JunB-defizienten Fibroblasten weisen trotz ihrer gesteigerten Zyklin D1-CDK4/
CDK6-Aktivität keine gesteigerte Proliferation im Vergleich zum Wildtyp auf. Die
normale Proliferationsrate läßt vielmehr vermuten, daß der Verlust von JunB eine
zweite Fehlfunktion im Ablauf des Zellzyklus verursacht, die den beschleunigten
G1/S-Übergang kompensiert.
Es ist denkbar, daß aufgrund des vorzeitigen Eintritts der junB-/--Zellen in die S-Phase
nicht alle Faktoren, die für eine normale Replikation der DNA benötigt werden, in
ausreichender Menge vorhanden sind. Dadurch könnte es zu einer Verlangsamung
im Zellzyklus-Ablauf kommen. Dagegen sprechen allerdings frühere Studien, in
denen die Überexpression von Zyklin D1 insgesamt eine höhere Proliferationsrate
verursachte und kein kompensatorischer Effekt in der Replikationsphase aufgrund
des beschleunigten G1/S-Übergangs gefunden werden konnte (Quelle et al., 1993).
Abb. 25: G1/S-Übergang in Abwesenheit von JunB.
Der Verlust von JunB führt zu einer reduzierten Expression von p16INK4a, p53 und p21Cip1
(rote Pfeile) sowie zu einer verfrühten bzw. verlängerten Aktivierung von Zyklin D1-CDK4/
CDK6 bzw. c-Jun (grüne Pfeile). Insgesamt resultieren die Veränderungen in einem be-
schleunigten Eintritt in die S-Phase (grüner Pfeil). Rote Pfeile symbolisieren die negative
bzw. grüne Pfeile die positive Wirkung des JunB Verlusts auf den G1/S-Übergang.
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Im Gegensatz zu diesen Zyklin D1 Überexpressionsstudien weisen die JunB-
defizienten Fibroblasten zusätzlich zum frühen Eintritt in die S-Phase eine signifi-
kante Verlangsamung beim Übergang von der S- in die G2/M-Phasen auf. Dies ist
ein deutlicher Hinweis darauf, daß JunB als Regulator der späten Zellzyklusphasen
benötigt wird.
Die Durchwanderung des Zellzyklus von der S- in die G2-Phase und weiter in die
Mitose wird hauptsächlich durch die Aktivität der Zyklin A-CDK2- und Zyklin B-
CDC2 Kinase-Komplexe reguliert (Desdouets et al., 1995a; Furuno et al., 1999).
Dabei ist Zyklin A-CDK2 ein entscheidender Faktor bei der DNA-Synthese und für
den Eintritt der Zellen in die Mitose, während Zyklin B-CDC2 für den Ablauf der
Mitose wichtig ist, insbesondere für die Auflösung der Kernmembran und den Auf-
bau der Mitosespindel (Furuno et al., 1999). Die Mikroinjektion von Antikörpern
gegen Zyklin A oder „antisense“-RNA verhindert die DNA-Replikation in Säuge-
tier-Zellen, während die Blockierung der Zyklin A-CDK2-Aktivität in der Mitose
deutlich macht, daß der Komplex für die Aktivierung und die Translokation von
Zyklin B-CDC2 benötigt wird (Girard et al., 1991; Zindy et al., 1992; Furuno et al.,
1999).
In Abwesenheit von JunB sind sowohl die Zyklin A-CDK2 als auch die Zyklin B-
CDC2 Kinase-Aktivitäten im Vergleich zum Wildtyp reduziert bzw. zeitlich verzö-
gert. Es ist dabei sehr wahrscheinlich, daß die veränderte Zyklin A-CDK2 Kinase-
Aktivität durch die in den junB-/--Fibroblasten beobachtete veränderte Expression
von Zyklin A hervorgerufen wird. Die Veränderung in der Zyklin A-CDK2 Kinase-
Aktivität ist wahrscheinlich auch der Grund für die veränderte Aktivität von
Zyklin B-CDC2 in diesen Fibroblasten, da frühere Studien nachgewiesen haben,
daß die Translokation und damit die Funktion von Zyklin B-CDC2 durch Zyklin A-
CDK2 gesteuert wird (Furuno et al., 1999).
Ein primärer Angriffspunkt könnte somit die Zellzyklus-restringierte Regulation
von Zyklin A sein. Die Zyklin A-Expression ist während des Zellzyklusablaufs sehr
präzise kontrolliert und nur während einer kurzen Phase durch die Adenylat-Zyklase-
Signaltransduktionskaskade induzierbar. Diese Induktion wird hauptsächlich durch
die Transkriptionsfaktoren der CREB-Familie gesteuert, die an eine CREB-Er-
kennungssequenz (CRE) im Zyklin A-Promotor angreifen (Desdouets et al., 1995b).
Neben den CREB Proteinen können auch einige Mitglieder der AP-1 Transkriptions-
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faktor-Familie mit niedriger Affinität an diese CRE-Sequenz binden (Ryseck und
Bravo, 1991; Karin und Smeal, 1992). Untersuchungen der Zyklin A-Induktion in
Rattenzellen haben Hinweise dafür ergeben, daß die Promotor-Aktivierung zum Teil
durch ATF-2- und Jun-Proteine, hauptsächlich JunD, reguliert wird (Shimizu et al.,
1998). Diese binden an eine CRE-Sequenz im Zyklin A-Promotor der Ratte und
induzieren eine AP-1-abhängige Transaktivierung. Allerdings weisen junD-/--Zellen
keinen Zyklin A-Defekt auf (Weitzman et al., 2000), womit die alleinige Rolle von
JunD bei der Zyklin A-Regulation in Frage gestellt wird. Es ist aber nicht auszu-
schließen, daß bestimmte AP-1-Proteine zusammen mit den CREB-Proteinen den
Zyklin A-Promotor regulieren.
Die in der vorliegenden Arbeit durchgeführten in vitro Protein/DNA-Bindungsstudien
(EMSA) bestätigen die vermutete Rolle von AP-1 in der Zyklin A Regulation. In
Wildtyp-Fibroblasten bindet ein AP-1-Komplex, in dem  c-Jun und JunB nachge-
wiesen werden konnten, an die murine Zyklin A-CRE-Sequenz, wogegen AP-1 Pro-
teine in Extrakten von JunB-defizienten Fibroblasten komplett fehlen. Der funktio-
nelle Beweis, daß JunB an der Regulation von Zyklin A entscheidend beteiligt ist,
konnte durch Koexpressionsstudien in F9 Teratokarzinomzellen erbracht werden.
Kotransfizierte und -exprimierte c-Jun- und JunB- Proteine aktivieren den murinen
Zyklin A-Promotor, während c-Jun und JunB alleine fast keinen Effekt haben.
Anhand der vorliegenden Ergebnisse ist es denkbar, daß c-Jun/ATF2- und vor allem
JunB/ATF2-Dimere für die Zeitpunkt-abhängige Regulation von Zyklin A gebraucht
werden. In diesem Zusammenhang ist hervorzuheben, daß JunB, im Gegensatz zu
c-Jun, durch die gleiche Adenylat-Zyklase-Signaltransduktionskaskade stark indu-
ziert wird, die wahrscheinlich die Zellzyklus-abhängige Expression von Zyklin A
steuert (Desdouets et al., 1995b). Diese übereinstimmende Regulation von JunB
und Zyklin A über cAMP stellt ein weiteres Argument für die regulatorische Aufga-
be von JunB in der Zyklin A-Expression dar.
Die zeitlich gesteuerte Expression von Zyklin A im Verlauf des Zellzyklus wird
vermutlich durch eine wechselnde Kooperation mehrerer Transkriptionsfaktoren,
die an den Zyklin A-Promotor binden können, reguliert (Abb. 17; Desdouets et al.,
1995b). Daraus kann die Hypothese aufgestellt werden, daß die Induzierbarkeit zu




Die Untersuchung der junB-/--Fibroblasten hat einen wichtigen Beitrag zum Ver-
ständnis der Regulation von Zyklin A im Verlauf des Zellzyklus geleistet. Sie macht
deutlich, daß JunB als ein wichtiger positiver Faktor bei der zeitgerechten Indukti-
on von Zyklin A fungiert. Indirekt ist JunB damit auch an der Regulation der Aktivi-
tät von Zyklin B-CDC2 als Ziel von Zyklin A-CDK2 beteiligt. Der Verlust von JunB
führt zu einer ineffizienten Aktivität von Zyklin A-CDK2 und ZyklinB-CDC2 und
damit zu einer Verlangsamung der Progression durch die S- und G2/M-Phasen
(Abb. 26).
5.3. Der Verlust von JunB verursacht die Zellzyklusdefekte
Die in dieser Arbeit durchgeführten Studien in den JunB-überexprimierenden
Fibroblasten sind ein weiterer Beweis für bedeutende Funktionen von JunB im ge-
ordneten Zellzyklus-Ablauf und unterstützen parallel zur Fertigstellung dieser Ar-
beit veröffentlichte Daten, die einen Einfluß von JunB auf den G1/S-Übergang nach-
weisen (Bakiri et al., 2000; Passegue und Wagner, 2000). Die JunB über-
exprimierenden Fibroblasten sind gekennzeichnet durch eine verlangsamte Proli-
feration und eine vergrößerte G1-Population. Die Ursache für diese Effekte ist der
Anstieg in der Expression des spezifischen Zyklin D1-CDK4/CDK6-Inhibitors
Abb. 26: Zellzyklus-Progression durch die S- und G2/M Phasen.
In den späten Phasen des Zellzyklus führt der Verlust von JunB zu einer Reduktion der
Zyklin A-CDK2-und Zyklin B-CDC2-Aktivität, die einen verlangsamten Durchlauf durch
die späten Phasen des Zellzyklus zur Folge hat (rote Pfeile).
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p16Ink4a (Passegue und Wagner, 2000). Ein Defekt im Ablauf der S-Phase ist nicht
festzustellen. Eine mögliche Erklärung für diesen unbeeinflußten Ablauf trotz der
Überexpression von JunB ist, daß für die aktivierende Funktion von JunB auf
Zyklin A geringe Proteinmengen ausreichen, da die Wirkung auf diesen Zielpromotor
in Kooperation mit anderen Proteinen geschieht (z.B. c-Jun/ATFs). Im Gegensatz
dazu steht die Transkription des Zellzyklus-Inhibitors p16Ink4a, die in Abhängigkeit
von der Menge an JunB reguliert wird (Passegue und Wagner, 2000).
Die beobachteten Veränderungen im Zellzyklus der JunB-defizienten Fibroblasten
werden ausschließlich durch den Verlust von JunB hervorgerufen. Sekundäre Muta-
tionen, die im Verlauf der Immortalisierung der Zellen entstanden sein könnten,
können durch die Wiedereinbringung eines posttranslationell aktivierbaren JunB-
ERTM-Fusionsproteins in diese Fibroblasten ausgeschlossen werden. Durch Akti-
vierung dieses JunB-ERTM-Fusionsproteins mit dem spezifischen Aktivator
4-Hydroxy-Tamoxifen kann eine fast vollständige Revertierung des veränderten
Zellzyklusprofils erreicht werden. Der Anteil der S-Phase Population kann fast auf
Wildtyp-Niveau reduziert werde, während auch gleichzeitig wieder mehr Zellen in
den G1- und G2/M-Populationen anzutreffen sind.
Auch die Expression von p16Ink4a und Zyklin A ist in den stabilen junB-/- / junB-
ERTM-Zellen vergleichbar mit der Wildtyp-Expression. Insbesondere Zyklin A wird
wieder zum richtigen Zeitpunkt im Zellzyklus induziert, was bedeutet, daß JunB für
die zeitgesteuerte Expression von Zyklin A benötigt wird.
Allerdings kann der Zellzyklus-Phänotyp der junB-/--Fibroblasten nicht vollständig
auf das Wildtyp-Niveau revertiert werden. Dies ist jedoch auf die niedrige Expres-
sion des Fusionsproteins in den ausgewählten stabilen junB-/- / junB-ERTM-Zellinien
zurückzuführen. Die Auswahl dieser schwach exprimierenden Zellinien war jedoch
notwendig, um eine möglichst niedrige Hintergrundaktivität des Fusionsproteins zu
erreichen, wodurch mögliche Sekundäreffekte von JunB-ERTM-Abbauprodukten ver-
mieden werden konnten.
5.4. Duale Rolle von JunB in der Zellzyklusregulation
Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit machen deutlich, daß JunB keine redun-
dante AP-1 Untereinheit darstellt, sondern unverzichtbare negative und positive
Funktionen während des Zellzyklus-Ablaufs besitzt (Abb. 27). Eine insgesamt ne-
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gative Funktion von JunB wird am G1/S-Übergang festgestellt, indem es die c-Jun
Aktivierung inhibiert, die Expression des Inhibitors p16Ink4a aktiviert und die
Zyklin D1-Expression und -Aktivität negativ reguliert. Im Gegensatz dazu steht die
positive Funktion von JunB in der S-Phase des Zellzyklus, wo JunB für die zeitge-
rechte Aktivierung von Zyklin A benötigt wird.
Die Ausübung dieser gegensätzlichen  Funktionen von JunB bei der Zellzyklus-
regulation ist als einzigartig anzusehen, denn bisher ist nur von den Inhibitoren der
CIP/KIP Familie bekannt, daß sie sowohl einen negativen als auch positiven Ein-
fluß auf die Zellzyklusregulation haben können. So fördern p21Cip1 und p27Kip1 die
Assoziierung der Zyklin D-CDK-Kinase-Komplexe während die Zyklin E- und auch
die Zyklin A-Kinase-Aktivität hemmen (Sherr und Roberts, 1999).  Die JunB-Funk-
tionen auf die Zellzyklusregulatoren p16Ink4a und Zyklin A sind unabhängig von den
kürzlich beschrieben Funktionen von c-Jun (Schreiber et al., 1999; Shaulian et al.,
2000) sowie vom Einfluß von JunB auf c-Jun und stellen eine weitere Verbindung
zwischen den mitogenen-Signaltransduktionskaskaden und der Regulation des
Zellzyklus her





In der vorliegenden Arbeit wurden sehr vielversprechende Zellsysteme etabliert
und charakterisiert (junB-/-; junB-/- / JunB-ERTM), in denen man neben der Kontrolle
der Zellproliferation weitere JunB-gesteuerte Genprogramme einer Zelle (Diffe-
renzierung, Transformation und Apoptose) definieren kann.
Zahlreiche Studien haben die Expression von JunB mit Differenzierungsprozessen
assoziiert (Melamed et al., 1993; Schlingensiepen et al., 1993; Li et al., 1999),
wobei der Differenzierung oftmals ein Wachstumsarrest vorausgeht. In Überein-
stimmung mit dieser Annahme können Wachstumsinhibitoren ihrerseits JunB indu-
zieren (Hashimoto et al., 1993; Nishina et al., 1993). Im Gegensatz zu JunB wird
die Expression des nahe verwandten Proteins c-Jun zumeist mit Proliferation asso-
ziiert und kann sogar bei Überexpression die Differenzierung hemmen (Su et al.,
1991). Die Entscheidung einer Zelle  zu proliferieren oder zu differenzieren könn-
te daher von der Stöchiometrie der in der Zelle vorkommenden c-Jun- und JunB-
Moleküle abhängen. Der in der vorliegenden Arbeit beschriebene Einfluß von JunB
auf c-Jun unterstützt diese These ebenso wie parallel zu der vorliegenden Arbeit
durchgeführte Studien mit den JunB-defizienten sowie den junB-/- / JunB-ERTM-
Fibroblasten in einem in vitro Hautmodel. Dieser Ansatz führte zur Entdeckung
einer  antagonistischen Funktion von JunB und c-Jun bei der Fibroblasten-abhängi-
gen parakrinen Regulation der Proliferation und Differenzierung von Keratinozyten
(Szabowski et al., 2000).
Unkontrolliertes Wachstum und oftmals auch eine damit einhergehende De-
differenzierung sind Voraussetzung für die Entstehung von Tumoren. So kann die
veränderte Expression von Zellzyklus-Regulatoren zum unkontrollierten Wachs-
tum von Zellen und als Folge zur Tumorentstehung führen (Lukas et al., 1995). Die
in der vorgelegten Arbeit dargestellte JunB-abhängige veränderte Expression der
Tumorsuppressoren p53 und p16Ink4a und des Proto-Onkoproteins c-Jun sind ein
Hinweis auf eine mögliche Beteiligung von JunB an der Tumorentwicklung. Diese
Vermutung wird durch vorläufige, im Verlauf dieser Arbeit angestellte Beobachtun-
gen unterstützt,  nach denen die junB-/--Zellen im Vergleich zu den Wildtyp-
Fibroblasten eine erhöhte spontane Transformationsrate besitzen könnten. Parallel
dazu wurde erst kürzlich beschrieben, daß überexprimiertes JunB in Fibroblasten
der Maus die Transformation durch aktiviertes Ras und das Tumorwachstum hem-
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men kann (Passegue und Wagner, 2000), während der Verlust von JunB in myeloiden
Vorläuferzellen zu einer Art chronischer myeloider Leukämie führt (Passegue et
al., 2001). Diese Befunde deuten darauf hin, daß JunB als anti-Onkogen fungieren
kann.
Krankheitszustände und physiologische Störungen, die zur Tumorentstehung bei-
tragen, können von einer Zelle dadurch verhindert werden, daß sie eine sogenannte
Selbstmord-Signaltransduktionskaskade auslöst, die zum programmierten Zelltod
(Apoptose) führt. Apoptose ist ein lebensnotwendiger Prozeß während der Embryo-
nalentwicklung sowie beim physiologischen Umbau von Geweben in adulten Orga-
nen. Eine Funktion von AP-1 bei der Apoptose wurde schon sehr früh vermutet, da
c-fos- und c-jun-mRNAs in zytokinabhängigen lymphoiden Zellen nach Wachstums-
faktorentzug schnell und transient induziert werden (Colotta et al., 1992). In Über-
einstimmung damit erlauben „antisense“- Oligonukleotide gegen c-fos und c-jun
ein verlängertes Überleben dieser lymphoiden Zellen. Neuere Untersuchungen iden-
tifizieren einen zelltypabhängigen pro- oder  auch anti-apoptotischen Einfluß
der AP-1-Untereinheiten c-Fos und c-Jun (Schreiber et al., 1995; Ivanov und Nikolic-
Zugic, 1997; Ham et al., 1995; Bossy- Wetzel et al., 1997; Kolbus et al., 2000).
Vorläufige Experimente im Verlauf dieser Arbeit ergaben, daß die JunB-defizienten
Fibroblasten im Vergleich zum Wildtyp ein deutlich reduziertes apoptotisches Ver-
halten nach Wachstumsfaktorentzug aufweisen. Diese Beobachtung und noch wich-
tiger die hier gezeigte veränderte Expression von p53, c-Jun und Zyklin D1, die
nachweislich einen Einfluß auf die Apoptose haben, sind ein deutlicher Hinweis auf
mögliche JunB-abhängige Funktionen während der Apoptose. Diese Funktionen kön-
nen künftig mit Hilfe der junB-/- / JunB-ERTM -Zellinien weiter spezifiziert werden.
Die Ergebnisse dieser Arbeit bilden somit eine Basis für weiterführende detaillier-
te Untersuchungen der JunB-spezifischen Funktionen bei diesen biologischen Pro-
zessen, wobei die in dieser Arbeit etablierten junB-/- / JunB-ERTM- und die junB-/--
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